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A doença de Chagas é uma das principais doenças parasitárias na América 
Latina, atingindo cerca de oito milhões de pessoas.  As manifestações da doença 
afetam o coração, intestinos e sistema nervoso. Seu tratamento é considerado 
ineficiente, não existindo medicamentos ou vacinas capazes de prevenir o 
desenvolvimento da patologia. Dessa forma, a maneira mais efetiva de se combater 
a doença de Chagas é realizando seu diagnóstico precoce e atuando sobre suas 
diversas vias de transmissão. Este estudo teve como objetivo avaliar a relação entre 
via de transmissão do Trypanosoma cruzi, o estabelecimento da carga parasitária e 
produção de anticorpos específicos, parâmetros avaliados para se estabelecer o 
diagnóstico da infecção. Camundongos BALB/c foram infectados com 103 formas 
tripomastigotas de T. cruzi pelas vias intraperitoneal, oral e ocular. Infecções pelas 
vias sexual e congênita ocorreram de maneira natural. As avaliações foram 
realizadas durante a fase crônica da infecção. A qPCR revelou uma maior carga 
parasitária em camundongos infectados pela via intraperitoneal, o que também foi 
acompanhado por uma maior produção de anticorpos. As vias oral e ocular 
apresentaram mínima carga parasitária e não obtiveram títulos de anticorpos 
reagentes. O aumento da concentração de T. cruzi inoculada por essas duas vias 
promoveu um aumento da carga parasitária com consequente produção de 
anticorpos específicos. As vias sexual e congênita mostraram baixa, porém 
relevante, carga parasitária, o que as tornou reagentes nos testes sorológicos. 
Destaca-se que 54,6% dos camundongos infectados pela via congênita 
apresentaram diagnóstico molecular positivo com testes sorológicos negativos. O 
desafio desses animais com formas tripomastigotas de T. cruzi resultou em 
soroconversão em apenas 41,6% dos animais, sugerindo que os demais podem ter 
sido tolerizados aos antígenos parasitários. A demonstração de que a rota de 
aquisição do T. cruzi influencia na determinação da carga parasitária de 
camundongos na fase crônica da doença, bem como no perfil de produção de 
anticorpos, auxiliará na compreensão da epidemiologia da doença de Chagas em 
diferentes ecossistemas, onde predominam diferentes vias de transmissão.  





Chagas disease is a major parasitic disease in Latin America, affecting about 
eight million people. The clinical manifestations affect the heart, intestines and 
nervous system. The treatment is considered ineffective, with no drugs or vaccines 
able to prevent disease development. The most effective way to fight Chagas 
disease is thus conducting early diagnosis and acting on its various routes of 
transmission.  This study aimed to evaluate the relationship between T. cruzi 
transmission route, the establishment of parasite load and specific antibodies 
production, parameters evaluated to establish the diagnosis of the infection. BALB /c 
mice were infected with 103 T. cruzi trypomastigotes by intraperitoneal, oral and 
ocular routes. Sexual and congenital transmissions occurred naturally. Analyses 
were conducted during Chagas disease chronic phase. qPCR revealed a higher 
parasite load in mice infected by intraperitoneal route, which was also accompanied 
by an increased production of antibodies. Oral and ocular pathways had minimal 
parasite burden and did not obtain positive antibodies titers. A higher concentration 
of T. cruzi inoculums in these two pathways promoted an increase in parasite load 
and antibodies production. Sexual and congenital routes showed low but significant 
parasite load, which made them positive in serological tests. It is noteworthy that 
54.6% of congenital infected mice tested positive in qPCR and negative in serological 
tests. The challenge of these animals with T. cruzi trypomastigotes resulted in serum 
conversion in only 41.6% animals, suggesting tolerization to parasite antigens. The 
demonstration T. cruzi acquisition route influences in parasite load of mice in the 
chronic phase of the disease and antibody production profile will assist in the 
understanding of Chagas disease epidemiology in different ecosystems. 
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I.       INTRODUÇÃO 
 
 
1. Doença de Chagas 
 
1.1 Breve histórico 
 A doença de Chagas (DC), cuja terminologia adotada pela Nomenclatura 
Internacional de Doenças (NID) é Tripanossomíase americana é uma doença 
tropical transmissível entre as mais prevalente na América Latina (OPAS/OMS, 
2014a). Dados da paleoparasitologia sugerem que a DC tenha alcançado a 
população humana, na Região Andina, há mais de 9.000 anos. A mais antiga 
detecção do Trypanosoma cruzi em humanos se deu em múmias do povo 
Chinchorro, fundadores dos primeiros assentamentos na região litorânea do deserto 
de Atacama. Infecções de T. cruzi foram também relatadas em múmias de povos 
subsequentes aos Chinchorros que viviam na mesma área até a época da conquista 
espanhola no século XVI. Igualmente, detectou-se o DNA do T. cruzi em múmias do 
Vale do Peruaçu (MG, Brasil) e no Deserto de Chihuahua (Texas, EUA) (Steverding, 
2014). 
O primeiro relato da DC foi feito em 1909 por Carlos Ribeiro Justiniano da 
Chagas, médico, cientista, pesquisador e sanitarista brasileiro que se dedicou ao 
estudo das doenças tropicais (Moncayo, 2010). Na cidade de Lassance (MG, Brasil), 
enquanto coordenava as atividades de combate à malária, Carlos Chagas coletou e 
examinou diversas espécies da fauna brasileira, Em um sagui, identificou uma nova 
espécie de Trypanosoma, que batizou de T. minasense. Moradores locais relataram 
que um inseto, popularmente conhecido como “barbeiro” (pelo fato de picar suas 
vítimas preferencialmente no rosto enquanto dormiam), era frequentemente 
encontrado nas precárias residências daquela região. Sabendo da importância de 
insetos hematófagos como transmissores de doenças, Chagas examinou alguns 
barbeiros, onde verificou, em seu intestino, tripanossomatídeos. Posteriormente, 
concluiu que o protozoário se tratava de uma nova espécie, a qual nomeou de 
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Trypanosoma cruzi em homenagem ao seu orientador e amigo, o sanitarista Dr. 
Oswaldo Gonçalves Cruz.  
          Aprofundando a descoberta, Carlos Chagas encontrou o protozoário em um 
gato, evidenciando um reservatório doméstico. Para averiguar se este era um 
parasito patogênico para o homem, realizou exames de sangue nos moradores da 
região de Lassance, identificando o T. cruzi no sangue periférico de uma menina 
febril de 2 anos (Chagas, 1909). Berenice foi o primeiro caso da nova doença 
humana, da qual Carlos Chagas identificou o agente etiológico, seu ciclo evolutivo 
nos hospedeiros invertebrados (Hemiptera: Triatominae) e vertebrados (mamíferos 
de várias classes), a clínica e a sintomatologia inerente à fase aguda da doença e o 
primeiro teste de diagnóstico (gota espessa) (Neves e cols., 2005; Cimerman e 
Cimerman, 2008). Ainda estudou a patologia, a epidemiologia, mecanismos de 
transmissão e formas de tratamento da mesma. Além disso, conseguiu que as 
autoridades dessem notoriedade à doença, uma vez que Carlos Chagas acreditava 
que a nova moléstia tropical expressava a identidade nacional em vários sentidos 
além do geográfico (Gilber, 2007; Kropf, 2009). 
A DC está associada a vários fatores sociais e ambientais que expõem milhões 
de pessoas à infecção.  Até meados da década de 1970, o risco de transmissão do 
T. cruzi estava diretamente ligado à pobreza e às más condições de moradia da 
população em áreas endêmicas. Entretanto, o crescente êxodo rural nas décadas de 
1970 e 1980 deu início a uma mudança dos padrões tradicionais de epidemiologia 
da doença para uma infecção também urbana (OMS, 2008; OPAS / OMS, 2010). 
 
1.2  Epidemiologia 
 A DC é considerada uma antropozoonose decorrente do deslocamento dos 
vetores de seus habitats silvestres, devido a ação do homem no meio ambiente 
(Westphalen e cols., 2012). Embora o vetor do T. cruzi esteja bem distribuído pelo 
continente americano, abrangendo uma área, desde o sul dos Estados Unidos até a 
província de Chubut na Argentina (Silveira, 2000), é especificamente a América 
Latina que se encontra endêmica. São 21 países com aproximadamente 12 milhões 
de portadores da doença crônica - cerca de 2 a 3 milhões no Brasil – e, a cada ano, 
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há 28.000 novos casos e mais de 10.000 mortes. Atualmente, cerca de 65 milhões 
de pessoas na América vivem em áreas de exposição e correm o risco de contrair a 
infecção (OPAS / OMS, 2014b). 
Até a década de 1970, as áreas com risco de transmissão da doença, pela 
presença de vetores infectados, incluía 18 Estados brasileiros e mais de 2.200 
municípios. Desses, 711 com presença do Triatoma infestans, principal espécie 
responsável pela transmissão da DC. Países do Cone Sul deram início a um 
programa para controlar e eliminar esta espécie vetora (Dias, 2000). Ações 
sistematizadas de controle químico foram instituídas, o que levou a uma expressiva 
redução da presença de T. infestans e, simultaneamente, da transmissão do T. cruzi 
às pessoas. Em reconhecimento, o Brasil recebeu, em 2006, a certificação 
internacional de interrupção da transmissão da DC pelo T. infestans, concedida pela 
Organização Pan Americana da Saúde e Organização Mundial da Saúde (OPAS / 
OMS) (Vinhaes e Dias, 2000). 
        O perfil epidemiológico da doença no Brasil apresenta um novo cenário devido 
à ocorrência de casos e surtos de doença de Chagas aguda (DCA) relacionados à 
ingestão de alimentos contaminados (caldo de cana, açaí, bacaba, entre outros), os 
quais vêm ocorrendo especialmente na Amazônia Legal. No período de 2000 a 
2011, foram registrados mais de 1.200 casos: 70% por transmissão oral, 7% por 
transmissão vetorial e 22% sem identificação do modo de transmissão (Fiocruz, 
2013). 
        O coeficiente de mortalidade específico para DC no Brasil caiu de 
5,2/100.000 habitantes em 1980 para 3,5/100.000 em 1997 e 2,7 3,5/100.000 em 
2008 (Melo, 2011). Essa diminuição também é verificada nas estimativas mundiais, 
onde o número de pessoas infectadas pelo T. cruzi em todo o mundo era de 16 a 18 
milhões em 2007 e atualmente afeta cerca de 6 a 8 milhões de pessoas (OMS, 
2007; 2015). Medidas de enfrentamento da doença adotadas em países da América 
Latina, uso de testes de diagnóstico mais sensíveis para doadores de órgãos e 
sangue (Castro, 2009) e maior acesso da população à informação podem explicar 
esse decréscimo.   
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Nas últimas décadas, foram registrados casos em países não endêmicos por 
outros mecanismos de transmissão ou pela migração intensa de latino-americanos 
para outros continentes (Fiocruz, 2013). A doença tem sido cada vez mais detectada 
nos Estados Unidos, Canadá, países europeus e em alguns países do Pacífico 
Ocidental (OMS, 2015). A Figura 1 mostra a distribuição global dos casos de DC em 
países endêmicos e não endêmicos.  
 
 
Figura 1. Distribuição global da doença de Chagas. Tonalidades apresentadas de acordo 
com a quantidade de casos de pessoas infectadas pelo Trypanosoma cruzi. Países endêmicos 
apresentados em tons de vermelho. Mapa baseado em estimativas oficiais, 2006 - 2010. 
(Fonte: Autor, dados retirados da OMS, 2013; Steverding, 2014). 
 
1.3    Agente Etiológico: Trypanosoma cruzi 
         O Trypanosoma cruzi é um protozoário hemoflagelado digenético pertencente 
à Ordem Kinetoplastida, Família Trypanosomatidae (Chagas, 1909). É um 
organismo altamente diversificado e especializado, apresentando diversas 
peculiaridades de grande interesse filogenético e evolutivo (Marcili, 2008; Carballero, 
2014). Uma das principais características do T. cruzi é a existência do cinetoplasto, 
organela localizada na única mitocôndria. O DNA do cinetoplasto (kDNA para 
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kinetoplast DNA) representa cerca de 20 – 25% do total de DNA da célula, e é 
formado por uma rede fibrosa constituída por moléculas organizadas em minicírculos 
e maxicírculos (Fidalgo e Gille, 2011; Teixeira e cols., 2011). 
         O T. cruzi apresenta três principais formas em seu ciclo biológico (Figura 2), as 
quais são identificadas morfologicamente pela posição do cinetoplasto com relação 
ao núcleo da célula e à emergência do flagelo. A forma tripomastigota é encontrada 
na porção final do intestino do inseto vetor (tripomastigota metacíclica), no sangue e 
espaço intercelular do hospedeiro vertebrado. É uma forma alongada e levemente 
achatada, com o cinetoplasto bem afastado e anterior ao núcleo, o qual é 
centralizado e ovalado. O flagelo emerge da bolsa flagelar, percorre toda a extensão 
lateral do parasito formando uma membrana ondulante, e tornando-se livre na 
porção anterior. As amastigotas são as formas multiplicativas (divisão binária), sendo 
encontradas no interior das diversas células nucleadas dos mamíferos. São ovóides, 
com núcleo centralizado e arredondado, e da bolsa flagelar emerge um reduzido 
flagelo; entre o núcleo e o flagelo encontra-se o cinetoplasto. Epimastigota é a forma 
multiplicativa do intestino do vetor. É alongada, tem forma fusiforme e, próximo à 
saída do flagelo, encontra-se o cinetoplasto em forma de bastão, localizado posterior 
e próximo ao núcleo. Também existe a peculiar forma esferomastigota, organismo 
arredondado com flagelo circundando o corpo (Teixeira e cols., 2012).  
 
 
Figura 2. Formas evolutivas do Trypanosoma cruzi. (A) Epimastigota 
extracelular, replicativa no intestino médio do inseto-vetor; (B) 
Tripomastigota; (C) Amastigota intracelular, replicativa no hospedeiro 
vertebrado (CDC, 2013). 
 
C B A 
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A população de T. cruzi não é homogênea, sendo constituída por diferentes 
linhagens. Essas populações possuem comportamento diverso no que se refere a 
curvas de parasitemia, interação com células hospedeiras e resposta imune do 
hospedeiro (Macedo e cols., 2002). Estudos sobre o comportamento biológico de 
cepas do T. cruzi e seus perfis histopatológicos em animais experimentais agrupam 
os isolados em biodemas: I, II e III (Devera e cols., 2002), que por sua vez 
correspondem a zimodemas (grupos de cepas que apresentam perfis eletroforéticos 
isoenzimáticos semelhantes) específicos (Zingales, 2011). 
As populações de T. cruzi são também heterogênicas geneticamente, um 
consenso foi estabelecido, onde o T. cruzi foi dividido em seis grupos (DTU- do 
inglês Discrete Typing Unit), que levam a nomenclatura TcI, TcII, TcIII, TcIV, TcV e 
TcVI. DTU é definido como um conjunto de isolados que são geneticamente 
semelhantes e que podem ser identificados por marcadores moleculares e 
imunológicos comuns. (Zingales e cols., 2012). 
 
1.3.1 Ciclo de Vida 
Em condições naturais, o ciclo de vida do Trypanosoma cruzi (Figura 3) tem 
início quando o triatomíneo ingere formas tripomastigotas sanguíneas de um 
hospedeiro vertebrado infectado. Essas formas são conduzidas à porção anterior do 
estômago do hospedeiro invertebrado, onde se transformam em epimastigotas e 
algumas formas esferomastigotas. As formas epimastigotas sobreviventes à 
digestão alcançam o intestino médio, onde se multiplicam e se aderem às 
membranas perimicrovilares pelo flagelo. Em seguida, se soltam e migram para o 
intestino posterior, onde se diferenciam em tripomastigotas metacíclicas (formas 
infectantes para o hospedeiro vertebrado), ficando aderidas à cutícula que reveste o 
epitélio do reto e do saco retal do inseto. No momento do repasto sanguíneo, estas 
formas são eliminadas junto com as fezes e urina do triatomíneo, sobre a pele ou 
mucosas de um novo hospedeiro vertebrado. A penetração do parasito pode se dar 
diretamente pela mucosa, por feridas na pele ou ocasionada por coceiras no local da 
picada. As formas tripomastigotas metacíclicas são fagocitadas pelas células do 
sistema mononuclear fagocitário (SMF), seguindo-se à formação do vacúolo 
 24 
 
parasitóforo, onde assumem uma forma amastigota, provocam a lise da membrana 
do vacúolo e, então, se multiplicam no citoplasma da célula. Após replicação, 
transformam-se em tripomastigotas que são liberadas no meio extracelular, onde 
podem migrar pela corrente sanguínea e procurar outras células para nova 
multiplicação. A lise da célula hospedeira pode ocorrer antes da total diferenciação 
de amastigota para tripomastigota, o que gera o aparecimento das duas formas no 
meio externo, e assim, ambas as formas podem invadir novas células.  Durante o 
hematofagismo do vetor, ocorre a ingestão das formas tripomastigotas do parasito, 







Figura 3. Ciclo biológico do Trypanosoma cruzi no interior do inseto vetor e do 
mamífero hospedeiro. (1) O vetor ingere formas tripomastigotas do T. cruzi presentes no 
sangue periférico de mamíferos infectados. (2) Tripomastigotas (3) No intestino médio do 
inseto, se diferenciam em epimastigotas e algumas esferomastigotas. (4) Epimastigotas se 
multiplicam. (5) No intestino posterior se diferenciam em tripomastigotas metacíclicas. (6) O 
inseto vetor libera em suas fezes formas tripomastigotas, perto do local do repasto 
sanguíneo. (7) Forma tripomastigota metacíclica. (8) Infectam macrófagos. (9) 
Tripomastigotas se diferenciam em amastigotas. (10) Amastigotas evadem o vacúolo 
parasitóforo. (11) Multiplicação das amastigotas no citoplasma. (12) Amastigotas se 
diferenciam em tripomastigotas. (13) Tripomastigotas rompem as células e são liberadas no 
meio extracelular. (14) Formas amastigotas e tripomastigotas. (15) A. Tripomastigotas e B. 
Amastigotas, infectam macrófagos (Retirado de Teixeira e cols., 2012). 
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1.4 Resposta imune do hospedeiro 
Como mecanismos de evasão da lise mediada pelo complemento o T. cruzi 
tem a capacidade de invadir diversas células do hospedeiro, sendo o grau de 
adesão, variável de acordo com a cepa do parasita, com a forma evolutiva e com o 
tipo de célula (Neira e cols., 2002; Cestari, 2006). Mucinas, transialidases, 
polissacarídeos, glicoproteínas e lipídios, âncorados ao glicosil fosfatidil inositol 
(GPI), estão envolvidas no processo de invasão e regulação do sistema imune do 
hospedeiro pelo parasito (Santiliano e Almeida, 2012). As formas tripomastigotas 
não sintetizam ácido siálico, mas utiliza glicoproteínas gp83, a qual interage com 
receptor p74 presente na membrana da célula hospedeira, para a infecção de 
células fagocíticas e não-fagocíticas (Villalta e cols., 2001). A gp160 liga-se a C3b e 
C4b, bloqueando a formação da cascata por inibição da C3 convertase.  Já a forma 
tripomastigota metacíclica, utiliza gp82 que se liga à célula do hospedeiro levando a 
uma via de sinalização, mediada por PTK. As glicoproteínas de superfície de T. cruzi 
são importantes para mobilização de cálcio intracelular, o qual é essencial para 
internalização do parasito (Yoshida e cols., 2000). Outras proteínas, como cruzipaína 
e gp90, também estão envolvidas no processo de invasão de células utilizado por 
ambas as formas. As moléculas Tc85 presentes na superfície do T cruzi, ao se 
ligarem a receptores específicos na membrana das células hospedeiras, promovem 
alterações do citoesqueleto e facilitam a entrada do parasito (Magdesian e cols., 
2001). Diversos tipos de carboidratos também podem estar envolvidos no processo 
de adesão e invasão da célula hospedeira pelo T. cruzi, lipopeptidiofosfoglicana 
(LPPG), sialoglicolipídios, lipídios sulfatados em epimastigotas e 
glicoinositolfosfolipídios (GIPLs) em formas tripomastigotas, já foram descritos 
(Sarmento, 2008). 
A invasão do T. cruzi nas células ocorre com a formação do vacúolo 
parasitóforo (na célula hospedeira). A membrana do vacúolo é derivada de 
lisossomos e contém no seu interior, componentes ácidos líticos potencialmente 
destrutivos para o parasito. O parasito, então, sintetiza e secreta uma proteína 
formadora de poros transmembrânicos (Tc-Tox) (Santiliano e Almeida, 2012). 
Seguindo para a metaciclogenese, o T. cruzi então inicia o estabelecimento do 
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parasitismo. As formas tripomastigotas ao escaparem para a corrente sanguínea 
podem infectar outras células do hospedeiro.  
No início da infecção são desencadeados eventos pela imunidade inata do 
hospedeiro. A ativação de macrófagos por diferentes citocinas é o principal 
mecanismo no controle da infecção por este parasito. A invasão do macrófago leva a 
secreção de interleucina 12 (IL-12) que ativa células NK (do inglês, Natural Killer) a 
produzirem interferon gama (IFN-ɣ) promovendo o macrófago a atividade 
tripanocida. O TNFα (do inglês, tumor necrosis factor alpha) produzido pelo 
macrófago durante a infecção por T. cruzi, participa dessa interação de forma 
sinérgica tanto com IL-12 como com IFN- ɣ. Em associação ao TNF-α, o IFN- ɣ induz 
a produção de óxido nítrico. IFN-ɣ não é efetivo na fase aguda tardia da infecção, 
devido a produção aumentada de IL-10 e TGF-β, as quais modulam a síntese de IL-
12 (Marçaneiro, 2008). 
As citocinas apresentam grande importância no curso da infecção da doença 
de Chagas. O padrão da infecção pelo T. cruzi é determinado pela larga extensão de 
citocinas produzidas em resposta ao parasito. O aumento dos níveis de citocinas 
inibe a replicação do parasito em macrófagos e parece influenciar no resultado da 
infecção (Sarmento, 2008). Em cada fase da doença de Chagas, existe uma 
resposta imune específica. A infecção aguda causa uma intensa e diversificada 
ativação de linfócitos B, com hiperprodução de imunoglobulinas na presença de 
isotipo IgM e mais tarde como IgA e subclasses de IgG, ativam a via clássica do 
complemento, caracterizando uma resposta do tipo Th1 mais precoce e de maior 
amplitude, sendo que a evolução para a forma crônica caracteriza-se por uma perda 
na atividade Th1, com uma substituição para a atividade Th2  e ativação de células 
B (Kumar e Tarleton, 2001), a qual desenvolve uma resposta eficiente contra o 
agente infeccioso. A fim de estabelecer uma infecção crônica de sucesso, deve-se 
haver um equilíbrio entre a multiplicação do parasita nos tecidos do hospedeiro e o 
controle imunológico que irá manter o hospedeiro vivo. Nessa fase, há aumento de 
células T CD8+ com uma proporção menor de células T CD4 +, células B, células do 
plasma, macrófagos, eosinófilos e mastócitos. Predomínio de anticorpos com 
atividade protetora (IgG) perpetuam durante a fase crônica, em camundongos, essa 
atividade protetora está associada com anticorpos das subclasses IgG2a e IgG2b, 
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os quais são responsáveis pela manutenção de baixos níveis de parasitas 
circulantes (Virgilio e cols., 2014).  
Diferentes tipos de patógenos encontram diversas barreiras à infecção do seu 
hospedeiro. Nos seres humanos, as superfícies de mucosas desenvolvem um 
microambiente diferente do interior do organismo e características imunológicas que 
os tornam únicos frente ao sistema imune sistêmico. Para o agente patogênico ter 
sucesso, deve desenvolver mecanismos que permitem a sobrevivência nesses 
microambientes. O patógeno ao fissurar o epitélio das mucosas deve superar 
detecção e eliminação por resposta imune inata e adaptativa epitelial. Esta resposta 
é mediada por tecido linfóide associado a mucosas (MALT), o qual é composto por 
populações de células imunes intra-epiteliais e sub-epiteliais e dos gânglios linfáticos 
locais. No adulto sadio o MALT contém 80% de todas as células imunes do corpo e 
constitui o maior sistema de órgão linfóide dos mamíferos. Respostas imunes inatas 
associada a MALT envolve o sistema do complemento, células fagocíticas e células 
NK. Os principais componentes do MALT são as células M, as quais capturam 
antígeno e os liberam para células apresentadoras; as células T auxiliares e 
citotóxicas que respondem as células infectadas por patógenos e os linfócitos B 
altamente diferenciados, existindo quase na totalidade como plasmócitos secretores 
de IgA. Outras formas de defesa são: barreiras mecânicas, como a integridade do 
epitélio, peristaltismo e movimentos ciliares; barreiras químicas (bile, lactoferrina, 
lisozimas, lactoperoxidade) e barreira biológica, como a flora bacteriana residente 
(Schust e cols., 2012; Fauci e Langford, 2014). 
 
1.5  Manifestações Clínicas 
 
As manifestações clínicas associadas à DC são divididas em duas fases: 
aguda e crônica. Dois terços dos indivíduos que adquirirem a infecção jamais terão 
qualquer manifestação clínica. Somente 5% dos indivíduos com a infecção aguda 
apresentarão sintomas de doença febril, com dores generalizadas nas articulações e 
na musculatura, mal-estar, cefaléia e outros sintomas que podem ser confundidos 
com um resfriado. A fase aguda é caracterizada pela alta parasitemia no sangue 
periférico, inicia-se com a entrada do T. cruzi no corpo humano e pode resultar em 
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lesões na pele (chagoma de inoculação) ou na conjuntiva ocular (sinal de Romaña). 
Após um período de incubação de 72h o parasito passa por ciclos de multiplicação 
na célula do hospedeiro há liberação de formas infectantes nos espaços 
intercelulares, de onde elas alcançam os vasos sanguíneos e circulam pelo corpo. 
Sintomas podem aparecer entre uma a duas semanas após a infecção inicial e 
podem durar de quatro a oito dias. Em cerca de 90% dos indivíduos infectados, as 
manifestações da doença aguda desaparecem espontaneamente. Mortes ocorrem 
ocasionalmente nessa fase (< 5 - 10% dos casos sintomáticos), principalmente em 
crianças, como um resultado de miocardite ou meningoencefalite grave, ou ambos 
(Teixeira, 2007; Rassi Jr. e cols., 2010). 
        Depois de três a seis meses, os indivíduos passam à forma indeterminada da 
infecção crônica, caracterizada pela ausência de sinais e sintomas, porém com 
evidências sorológicas e parasitológicas da infecção. Esses indivíduos permanecem 
como reservatório do parasito ao longo da vida; sendo usualmente identificados 
durante a admissão em emprego ou triagem de doadores de sangue (Andrade, 
1999). Três ou mais décadas depois, um terço dos indivíduos infectados pode 
apresentar sintomas da doença de Chagas crônica (DCC). A grande maioria dos 
chagásicos crônicos (95,5%) terão manifestações da doença no coração (miocardite 
crônica) que, frequentemente, resulta em cardiomegalia, insuficiência cardíaca 
congestiva e / ou arritmia, podendo levar a morte.  Os 4,5% restantes, apresentarão 
uma forma digestiva, com sintomas decorrentes dos quadros de megacólon ou 
megaesôfago (Higuchi e cols., 2003; Teixeira, 2007). Eventualmente, poderá ocorrer 
a progressão direta da fase aguda para a crônica sintomática (5 - 10% dos casos) 
(Rassi Jr. e cols., 2010). 
 
1.6 Tratamento 
        Na época de sua descoberta, foram utilizados para tratamento da DC, o atoxyl 
(arsênico), a tintura de fucsina, o tártaro emético (antimonial pentavalente) e o 
cloreto de mercúrio, os quais se mostraram ineficazes (Croft, 1999; Coura e Castro, 
2002; Sobrinho e cols., 2007). Entre as décadas de 1960 e 1970, foram introduzidos 
os nitroderivados na terapêutica: Benznidazol (N-benzil-2-nitro-1- imidazol 
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acetamida) (Rochagan® e Radanil®, Roche; LAFEPE Benznidazol®) e o Nifurtimox 
[4-(5-nitro-furilidenoamino-) tetrahidro-4-4-1, 4-tiazina-1-1- dióxido] (Lampit®, Bayer). 
Entretanto, o potencial benefício na eliminação do parasita com esses tratamentos é 
discutível e depende da fase da doença, da idade do paciente e de condições 
associadas. Desde a década de 1980, o Nifurtimox teve a sua comercialização 
interrompida, e o Benznidazol passou a ser o único medicamento preconizado 
(Rassi e cols., 2002; Dejour e cols., 2012). Na América Central o Nifurtimox é 
utilizado em casos de intolerância ao Benznidazol (Fiocruz, 2013). 
O recomendado é que os casos agudos sejam tratados o mais rápido possível 
após confirmação do diagnóstico, pois nessa fase a droga (Benznidazol) tem se 
mostra eficaz na diminuição da parasitemia. Os casos de infecção congênita devem 
ser tratados como fase aguda, assim como as infecções acidentais. O tratamento 
também é indicado em caso de chagásico receptor ou doador de órgãos e em 
pacientes imunossuprimidos, sujeitos à reativação da infecção (MS, 2005; Oliveira e 
cols., 2008). Para a fase crônica, o tratamento não é indicado, pois a eficiência do 
Benznidazol não foi comprovada nessa fase (MS, 2005). Durante a fase crônica 
indeterminada, avalia-se o risco de infecções associadas e / ou imunossupressão, 
podendo considerar tratamento específico nesses casos (MS, 2005; Teixeira e cols., 
2006). Ademais, há abundante informação sobre a toxicidade dos nitroderivados. 
Devido à sua comprovada mutagenicidade e oncogenicidade, são considerados 
poluidores do meio ambiente e ocasionam vários efeitos colaterais, como: cefaléia, 
anorexia, desconforto gástrico, dermatite e neuropatia periférica. Podem ocorrer 
ainda distúrbios visuais e mentais, convulsões e perda da libido (Silva, 2011; Sousa, 
2012).  
Na busca do tratamento ideal para a doença, diversos compostos e estratégias 
vem sendo testados. O Posaconazol foi registrado na União Européia, Austrália e 
Estados Unidos como um antifúngico sistêmico, sendo considerado, atualmente, o 
mais forte candidato para novos tratamentos específicos da DC (Molina e cols., 
2000; Bezerra e cols., 2012). Além disso, destaca-se a realização do transplante 
cardíaco para tratamento da insuficiência cardíaca de etiologia chagásica (Rassi Jr. 
e cols., 2009; Dinardi e cols., 2012). Entretanto, este ainda não teve sua eficiência 
comprovada (Boas e cols., 2004). 
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Dessa forma, fica evidente a ausência de medicamentos efetivos para o 
tratamento da DC. Não existem drogas profiláticas nem vacinas para preveni-la. Por 
enquanto, a melhor estratégia para combater a DC é realizar o diagnóstico precoce 
dos pacientes e interromper as várias vias de transmissão do parasito. 
 
1.7 Diagnóstico 
Os exames laboratoriais indicados para o diagnóstico da doença de Chagas 
dependem da fase da doença em que o paciente se encontra e podem ser dividido 
em três categorias: parasitológicos, sorológicos e moleculares. A suspeita de DCA 
deve ser confirmada por diagnóstico laboratorial, o qual se baseia preferencialmente 
na detecção direta dos parasitos. Em contraste, o diagnóstico da DCC (formas 
sintomáticas ou indeterminadas) é geralmente baseado em testes sorológicos, uma 
vez que o baixo nível de parasitos circulantes se opõe à detecção microscópica 
(Dias e Macêdo, 2005; MS, 2013). As técnicas moleculares mostram-se bastante 
eficientes para ambas as fases da doença. A seguir, esses testes serão mais bem 
detalhados. 
O exame parasitológico direto é considerado o “padrão ouro” para diagnóstico 
da DCA. Os testes mais utilizados são o exame a fresco, gota espessa e esfregaço. 
Quando houver presença de sintomas por mais de 30 dias, são recomendados 
métodos de concentração devido ao declínio da parasitemia (Strout, micro-
hematócrito, QBC - do inglês Quantitative Buff Coat). Os métodos parasitológicos 
indiretos, como o xenodiagnóstico e a hemocultura, apresentam baixa sensibilidade 
e costumam ser empregados apenas na fase crônica da infecção, onde a pobreza 
de formas tripomastigotas no sangue periférico torna difícil a demonstração 
diretamente do líquido biológico (MS, 2013). 
Para o diagnóstico sorológico são utilizados testes imunológicos que se apóiam 
em evidências indiretas da presença do parasito, deduzindo-se que o mesmo existe 
por detecção de anticorpos anti-T. cruzi. A presença de anticorpos da classe IgM 
anti-T. cruzi no sangue indica doença aguda quando associada a fatores clínicos e 
epidemiológicos compatíveis; enquanto que na DCC, os indivíduos apresentam 
anticorpos IgG anti-T. cruzi. Tais testes não estão isentos de erros ou problemas de 
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interpretação (falsos positivos e falsos negativos) (Gadelha e cols., 2003). O exame 
positivo significa apenas evidência indireta da infecção, mediante identificação de 
um fator imune que reconhece antígenos do agente da DC. Em vista disso, procura-
se considerar que o teste é positivo quando houver resultado concordante em dois 
exames sorológicos de princípios distintos que identificam anticorpos específicos 
anti-T. cruzi, sendo a Imunofluorescência Indireta (IFI), a Hemoaglutinação (HE) e o 
ELISA (do inglês, Enzyme Linked Immunosorbent Assay) os métodos recomendados 
(OMS, 2002; MS, 2010). 
Testes sorológicos possuem alta sensibilidade, mas podem apresentar baixa 
especificidade, levando a um considerável número de diagnósticos inconclusivos. 
Quando testes sorológicos são persistentemente inconclusivos, algumas diretrizes 
recomendam o uso de testes moleculares (Brasil e cols., 2010). Emprega-se a 
reação de polimerização em cadeia (PCR) como diagnóstico laboratorial 
complementar. A PCR apresenta alta sensibilidade e especificidade quando 
respeitados os parâmetros de padronização e controle de qualidade dos reagentes 
utilizados. Os testes moleculares para diagnóstico da DC utilizam sequências 
aneladoras para amplificar o DNA mitocondrial (kDNA) ou o DNA nuclear (nDNA) do 
parasito em diferentes amostras biológicas (Russomando e cols., 1992; Valejo e 
cols.,1999). Amplamente utilizados em laboratórios de referência, os iniciadores de 
kDNA s35/36 (Sturm e cols., 1989) amplificam um produto de 330 pb e seus 
catâmeros, sendo considerados os aneladores mais sensíveis, capazes de detectar 
0,015 fg de DNA do parasito. Os iniciadores mais utilizados para a amplificação de 
nDNA são TcZ1/TcZ2, descritos por Moser e cols. (1989). Estes iniciadores 
produzem uma banda de 188pb e seus catâmeros, referentes à amplificação de uma 
sequência de microssatélite que corresponde a 9% do DNA nuclear do parasito 
(Hecht e cols., 2010). O uso da PCR para diagnóstico da infecção por T. cruzi é 
restrito e realizado por centros de pesquisa em caráter experimental, devido à 
ausência de protocolos definidos e procedimentos operacionais padronizados, assim 
como de kits comerciais para uso na rotina da vigilância. Dessa forma, atualmente, a 
PCR ainda não é considerada um método de diagnóstico isolado para confirmação 
ou descarte de casos de DC (MS, 2013). 
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As peculiaridades da PCR, particularmente sua alta especificidade, trouxeram 
novas implicações na interpretação dos resultados, uma vez que se passou a 
identificar muitos pacientes com sorologia não reagente ao T. cruzi, porém com 
diagnóstico molecular positivo (Duffy e cols., 2013; Hecht e cols., 2010) requerendo 
uma dose maior de cautela e mais investigações sobre o significado dos 
diagnósticos. A esse respeito, alguns grupos relataram resultados de PCR e de 
microscopia positivos para pacientes soronegativos (Wincker e cols., 1994; 
Salomone e cols., 2003). Andersson (2004) comprovou a precisão da PCR em seus 
experimentos: de 39 soros analisados, o ELISA conseguiu identificar 21 pacientes 
infectados, enquanto que a PCR detectou 33 casos positivos. Em uma revisão de 
procedimentos sorológicos em 16 bancos de sangue da América Latina, de 1997 a 
2000, verificaram-se taxas de 0,7% a 3,7% de falso-negativos e 0,3% a 3,2% de 
falso-positivos (Berrizbeitia e cols., 2006). De fato, 100% de concordância entre 
múltiplos ensaios sorológicos é raramente alcançado. Os resultados discordantes 
podem surgir devido a problemas técnicos, ou como resultado da complexa 
interação parasito-hospedeiro na DC (Miyamoto e cols., 2007). 
 
 
1.8 Vias de Transmissão 
 
1.8.1   Transmissão vetorial 
A rota primária de transmissão do T. cruzi está relacionada ao repasto 
sanguíneo de triatomíneos, hemípteros hematófagos popularmente conhecidos 
como barbeiros, os quais são os hospedeiros intermediários e os vetores do T. cruzi 
para os mamíferos. Tanto ninfas como adultos de ambos os sexos são hematófagos, 
pertencem à família Ruduviidae subfamília Triatominae. Embora mais de 130 
espécies de triatomíneos tenham sido identificadas, apenas algumas são vetores 
competentes para T. cruzi (Galvão e cols., 2003; Gonçalves, 2012). A transmissão 
vetorial é considerada o mecanismo de transmissão de maior relevância 
epidemiológica. Os vetores e o agente etiológico estão largamente distribuídos 
desde o sul dos Estados Unidos da América até a Patagônia, porém a maioria dos 
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casos de infecção humana é registrada nos países da América Latina (OMS, 2008; 
Fiocruz, 2013). 
        Apesar das ações de controle do Triatoma infestans, espécie responsável pela 
maior parte da transmissão vetorial no passado, a transmissão por outros vetores 
não domiciliares tem sido palco de desequilíbrio ecológico resultante de grandes 
mudanças antropogênicas. Quatro outras espécies de triatomíneos têm especial 
importância na transmissão da infecção ao homem: Triatoma brasiliensis, 
Panstrongylus megistus, Triatoma pseudomaculata e Triatoma sórdida (Dias e 
Schofield, 1999). Gonçalves e cols. (2012) analisaram a distribuição geográfica de 
triatomíneos brasileiros, onde os Panstrongylus geniculatus e Panstrongylus 
megistus mostraram ampla gama ecológica; mas a maioria das espécies varia de 
acordo com os tipos de biomas: Rhodnius pictipes e Rhodnius robustus na 
Amazônia; Rhodnius neglectus, Triatoma sordida e Triatoma costalimai no Cerrado; 
Rhodnius nasutus, Panstrongylus lutzi, Triatoma brasiliensis, Triatoma 
pseudomaculata, Triatoma melanocephala, e Triatoma petrocchiae na Caatinga; 
Triatomarubrovaria nos pampas do sul; Triatoma tibiamaculata e Triatoma vitticeps 
na Mata Atlântica. Embora a maioria das ocorrências tenha sido registrada em áreas 
abertas (Cerrado e Caatinga), todas as condições ambientais no país são favoráveis 
para uma ou mais das espécies analisadas.  
        O controle de triatomíneos é a principal estratégia utilizada para prevenir a 
tranmissão vetorial. A identificação de áreas com maior vulnerabilidade de 
ocorrência de DC transmitidas por vetores é essencial para prevenção, controle e 
vigilância (Vinhaes e cols., 2014). 
 
1.8.2    Transmissão oral 
Esta via vem adquirindo importante papel na epidemiologia da tripanossomíase 
americana. Apesar de ser uma rota habitual de aquisição do T. cruzi pelos 
mamíferos silvestres insetívoros, os relatos em humanos costumavam ser pouco 
frequentes. No Brasil, a via oral como forma de transmissão é conhecida desde os 
anos de 1920, através de modelos experimentais. Em humanos, os primeiros casos 
foram relatados na década de 1960, no Rio Grande do Sul. Posteriormente, surtos 
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também foram detectados no Pará, na Paraíba, em Santa Catarina, na Bahia e no 
Ceará (Dias e Neto, 2011, Noya e cols., 2015). 
Nos últimos anos, o número de surtos de DCA em decorrência da transmissão 
oral do T. cruzi vem aumentando. Dias (2006) relata dez episódios de contaminação 
humana pela ingestão do parasito, inclusive o surto ocorrido em Santa Catarina, em 
2005, devido ao caldo de cana-de-açúcar contaminado. A aquisição da infecção pela 
via oral também tem sido observado persistentemente na região amazônica (Yasuda 
e Carvalho, 2012). Atualmente, esta região é responsável pela maior quantidade de 
casos de DCA em consequência do consumo de produtos naturais, principalmente 
de palmeiras como o Açaízeiro, Juçara e a Bacaba. Este modo de transmissão 
incentivou a pasteurização e o controle da exportação de suco não tratado e outros 
produtos para as diversas regiões do Brasil e para fora do país (Dias e cols., 2011, 
Ferreira, 2014).  
A maioria dos casos de transmissão oral tem sido relatada no Brasil, porém 
também ocorrem em outros países. Surtos da transmissão oral do T. cruzi 
relacionados ao consumo de sucos de goiaba e frutas silvestres, contaminados com 
fezes de triatomíneos, já foram registrados na Guiana Francesa, Venezuela e Bolívia 
(Noya e cols., 2010a, b; Santalla e cols., 2011; Yasuda e Carvalho, 2012). Um caso 
de transmissão oral foi comprovado na Argentina devido a ingestão de carne de 
caça (Storino e Jörg, 1994). Também foram descritos casos suspeitos de 
transmissão alimentar da doença de Chagas a partir da ingestão de carnes de 
animais silvestres no Equador e na Colômbia (Amunárriz e cols., 1991; Rodriguez e 
cols., 1992).  Na Colômbia há vários relatos por transmissão oral. Recentemente 
foram registrados 11 casos agudos da doença de Chagas em uma única família na 
área urbana de Aguachica em domicilio sem triatomíneos (Soto e cols., 2014). Na 
grande maioria dos casos estudados, tratam-se de episódios súbitos e inesperados 
(Chieffi e Neto, 2000; Carlier e cols., 2002; Dias e Macêdo, 2005).  
A transmissão oral do T. cruzi ao homem foi registrada com linhagens TcI e 
TcII do parasito (Valente, 2005; Andrade e cols., 2006). Dias e cols. (2013) 
mostraram, em modelo experimental, que os animais infectados com TcII 
apresentaram níveis de parasitemia mais elevado que os animais infectados com 
TcI. Na transmissão oral do T. cruzi, usando como veículo alimentos e / ou bebidas, 
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o inóculo deve ser relativamente elevado e o alimento deve fornecer as condições 
necessárias para assegurar à viabilidade do parasito no trato gastrointestinal (Noya 
e cols., 2010c). A resistência do parasita à digestão ácido-proteásica, no nível 
gástrico, tem sido associada à presença de moléculas protetoras (mucin-like gp 
35/50) em sua superfície (Schenkman e cols., 1993). Além disso, a infectividade da 
mucosa gástrica e intestinal, por diferentes cepas de T. cruzi, tem sido relacionada 
ao nível de expressão da molécula gp90, que regula inversamente a penetração do 
parasita nas células do hospedeiro (Cortez e cols., 2006). 
 
1.8.3   Transmissão congênita 
         A transmissão congênita (TC) foi descrita por Carlos Chagas em 1911, mas, 
somente em 1949, foi relatado o primeiro caso humano na Venezuela (Dao, 1949). 
Conforme o Consenso Brasileiro em Doença de Chagas define-se como caso 
congênito as crianças nascidas de mães infectadas, com a confirmação do parasita 
no sangue do recém-nascido e/ou a detecção de anticorpos não maternos na 
criança após os seis ou sete meses de idade, desde que excluídos outros 
mecanismos de transmissão (Carlier e cols., 2002; MS, 2005). A TC pode ocorrer 
por via transplacentária (mais comum), pela geléia de Wharton, pelo líquido 
amniótico e através do contato do sangue materno com as mucosas do recém-
nascido (intra-útero, durante ou após o parto) (Margotto, 2004). 
A transmissão vertical através da placenta é uma importante rota para a 
propagação da doença de Chagas, mesmo em países não endêmicos (Sánchez e 
Ramírez, 2013). Mais de 14 mil casos de infecção por essa via são notificados 
anualmente na América Central e do Sul (Sánchez e Ramírez, 2013). No Uruguai, 
Argentina, Chile, Paraguai e Bolívia se observam taxas relativamente elevadas de 
transmissão congênita (Howard, 2014). Nessas regiões, as linhagens  TcV e TcVI 
são as predominantes (Ostermayer, 2011). Em contrapartida, o TcII é habitualmente 
isolado no Brasil Central, onde a prevalência da transmissão congênita é, 
reconhecidamente, mais baixa que nos outros países do Cone Sul (Luquetti, 1986).  
Há relatos da infecção por transmissão congênita da DC na Europa, Ásia e Estados 
Unidos (Schmunis e Yadon, 2010). 
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Quanto mais cedo se dá a infecção aguda durante a gestação, maior é o risco 
de transmissão para o feto. Nos recém-nacidos (RNs) de mães com DCC, a 
incidência é de 0,5% a 3%, e de 71% nos RNs de mães com DCA (Bittencourt e 
cols., 1992). Ainda que a infecção ocorra após o terceiro mês de gestação, a 
placenta também se encontrará alterada na maioria dos casos (volumosa, 
edemaciada e com placas esbraquinçadas) (Carlier, 2005; Sánchez e Ramírez, 
2013). As consequências para o feto variam desde prematuridade até abortamento. 
São normalmente descritos baixo peso, hepatomegalia, esplenomegalia, sinais 
neurológicos, icterícia, anemia, anasarca e síndrome do desconforto respiratório 
(Negrette e cols., 2005; Torrico e cols., 2005). Há raras descrições de baixo 
desenvolvimento neurológico com calcificação intracraniana (Pinto e cols., 2011). 
Por outro lado, uma série de casos observados na Argentina demonstrou que 64,8% 
das crianças não apresentavam sintomas clínicos (Freilij, 1995). 
  
1.8.4   Transmissão sexual 
O primeiro trabalho que levantou a possibilidade da transmissão do T. cruzi 
pela via sexual foi feito por Vianna (1911), quando observou que os testículos são 
afetados pelo parasito, descrevendo diversas alterações do tecido. Estudos 
histopatológicos de um menino de 18 meses de idade e de uma menina de quatro 
meses de idade, que sucumbiram à DCA, revelaram ninhos de amastigotas de T. 
cruzi dentro de células de goniablastos de tubos seminíferos dos testículos e de 
células da teca dos ovários (Teixeira, 1970). Dias, em 1979, sugeriu que a presença 
de T. cruzi no sangue menstrual poderia propiciar a transmissão do parasito. Em 
1996 e 1998, estudos feitos por Lenzi e cols. descreveram a presença de T. cruzi na 
vagina, útero, teca do ovário, mesovário, epidídimo, células de Leydig, vesícula 
seminal, ductos deferentes, próstata e na uretra de animais infectados. De interesse, 
a migração do T. cruzi para o fluido seminal pode ocorrer pela contração das células 
mióides, havendo a liberação de formas amastigotas para os ductos seminíferos 
(Carvalho e cols., 2009). 
Alencar e cols. (1987) investigaram a possibilidade da transmissão da doença 
de Chagas pelo sêmen. Inicialmente foram inoculados camundongos com sêmen 
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proveniente de animais infectados. Os resultados mostraram um percentual de 
infectividade de 91,3%. A análise histopatológica do coração evidenciou a miocardite 
e a presença de ninhos de amastigota. Posteriormente, foram introduzidos sêmen e 
sangue contaminados sobre a mucosa vaginal de camundongos sadios, obtendo 
100% de infectividade. Em 2010, Hecht e cols. demonstraram a presença de DNA 
nuclear do parasito no sêmem de indivíduos infectados, fortalecendo a hipótese de 
transmissão via sexual do T. cruzi. 
Recentemente, Martin e cols. (2015) realizaram o acasalamento de 
camundongos fêmeas imunossuprimidas com machos infectados com o T. cruzi. A 
análise histológica dos tecidos dessas fêmeas detectou a presença do parasito em 
um animal, indicando a possibilidade de transmissão sexual da infecção. Dados 
produzidos em nosso laboratório comprovaram a transmissão sexual do T. cruzi em 
modelo murino. Camundongos BALB/c, machos e fêmeas, nas fases aguda ou 
crônica da infecção por T. cruzi, foram colocados para acasalar com camundongos 
sadios. Testes parasitológicos, sorológicos e moleculares demonstraram a infecção 
dos parceiros sexuais (Silva, 2013; Ribeiro, 2015), confirmando essa via de 
transmissão em modelo experimental. 
 
1.8.5    Transmissão transfusional 
A possibilidade da DC ser transmitida por transfusão de sangue foi 
originalmente sugerida por Dias em 1945; porém só foi demonstrada em 1952 por 
Freitas e cols. com a publicação dos primeiros casos humanos da infecção pós-
transfusional por T. cruzi. Esse tipo de transmissão foi evidenciado a partir do 
processo de industrialização do Brasil, na década de 1950, o que promoveu o êxodo 
rural.  Na década de 1970, a alta prevalência de indivíduos chagásicos nos centros 
urbanos e a falta de programas de controle, fizeram que a transmissão transfusional 
do T. cruzi fosse responsável, por aproximadamente 20 mil novos casos da doença 
no Brasil (Schmunis, 1991). 
A transfusão sanguínea é considerada a principal via de transmissão na zona 
urbana, onde residem 70% da população das Américas, e é a segunda via mais 
importante de transmissão do T. cruzi. É uma frequente rota de disseminação da DC 
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em países não endêmicos, tendo significativa ocorrência em países com substancial 
população de imigrantes da América Latina, como Estados Unidos, Espanha, 
França, Suíça e Canadá (Bonney e Engman, 2008; Castro, 2009; Isusi e cols., 
2012). De interesse, a avaliação de doadores contaminados em bancos de sangue 
se faz no Brasil desde a década de 1980, devido às metas estabelecidas pelos 
Países do Cone Sul (Silva e Luna, 2013). Porém muitos países ainda não contam 
com este controle, o que contribui para a ampla propagação da doença além das 
áreas endêmicas (Castro, 2009). 
Merece destaque o fato de que o diagnóstico da tripanossomíase americana 
em bancos de sangue baseia-se exclusivamente em testes sorológicos para o 
reconhecimento de anticorpos anti- T. cruzi, como sugerido pela Organização 
Mundial de Saúde (OMS, 2002). Dessa forma, muitos doadores podem estar sendo 
erroneamente diagnosticados como negativos para essa infecção. 
 
1.8.6 Outras formas de transmissão 
         Os primeiros relatos de ocorrência de transmissão da doença de Chagas por 
transplante de órgãos datam do início da década de 1980, especialmente através de 
transplante de rins (Chocair e cols., 1981). A presença do parasito já foi 
documentada em diversos órgãos transplantados (Chieffi e Neto, 2000; Dias e 
Macêdo, 2005). O diagnóstico da DC antes do transplante é extremamente 
importante, pois o coração é um reservatório para o T. cruzi em pessoas com a 
infecção crônica. No Brasil, Argentina, Colômbia, Chile, México, Uruguai, Peru e 
Equador, uma vigilância especial é realizada antes do transplante de órgãos sólidos. 
Em países não endêmicos, a inexperiência e a incapacidade de identificação da DC 
antes do transplante cardíaco, vêm contribuindo para surgimento de novos casos 
(Huprikar e cols., 2013; Kransdorf e cols., 2014). 
        A transmissão através do aleitamento materno (pelo leite, colostro e fissura 
mamária) foi demonstrada primariamente por Mazza em 1936. Outros relatos foram 
feitos por Lopes em 1983 e em 1988. A presença de T. cruzi em secreções lácteas 
humanas foi mostrada tanto na fase aguda quanto crônica da doença. Pela sua 
raridade, não se contra indica o aleitamento materno, desaconselha-se, por algum 
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tempo, a amamentação em mulheres na fase aguda ou em estado de reativação da 
doença. Na fase crônica, as mulheres que apresentem rachaduras ou sangramento 
nos mamilos e aréolas são desaconselhadas a amamentar (Dias e cols., 2011). 
As transmissões acidentais têm ocorrido nas mais diversas situações, sejam 
em laboratórios de triatomíneos, sejam na captura do vetor em áreas endêmicas, em 
trabalhos com modelos experimentais e culturas, ou em aerossóis de materiais 
infectados (Dias e Neto, 2011). Também há relatos de infecção durante cirurgia a 
partir de pacientes agudos, deficiências de segurança no transporte de materiais 
contaminados, entre outros. Esses casos são decorrentes de desatenção, falta ou 
mal uso de equipamentos de proteção individual, instalações e equipamentos 
inadequados, iluminação deficiente ou falta de capacitação (Chieffi e Neto, 2000; 

























         Ainda não existem estudos que expliquem a discrepância entre o 
imunodiagnóstico e o diagnóstico molecular da doença de Chagas. Talvez, uma 
baixa carga parasitária seja insuficiente para estimular o sistema imune a produzir 
anticorpos específicos. Tal hipótese ganha força ao se verificar que pacientes 
tratados com drogas tripanocidas passam a apresentar testes imunológicos 
negativos, enquanto os resultados de PCR permanecem positivos (Duffy e cols., 
2013; Muñoz e cols., 2013), com quantidades muito pequenas de parasitos. Um 
aspecto que pode ser determinante na carga parasitária é a via de infecção do 
hospedeiro.  Por exemplo, acredita-se que a quantidade de parasitos transmitidos 
por via oral seja maior que a de outras, pois há um número significativo de 
indivíduos que apresentam os sintomas da fase aguda da doença de Chagas 
(Ramírez e cols., 2013). Em casos de transmissão congênita, pode-se imaginar que 
esteja ocorrendo uma tolerização aos antígenos parasitários e consequente 
ausência de produção de anticorpos, fenômeno que já foi demonstrado para outras 
infecções parasitárias (Rajasekariah e cols., 1989). Investigações complementares 
são necessárias para se determinar o papel de cada via de transmissão no 









1.     Objetivo geral 
 
        Considerando o conhecimento descrito, nosso estudo tem como objetivo 
principal avaliar se a via de transmissão do Trypanosoma cruzi pode influenciar na 
determinação da carga parasitária e produção de anticorpos específicos em 
camundongos na fase crônica da doença.  
 
 
2.     Objetivos específicos 
 
- Realizar PCR quantitativa (qPCR) para determinar a carga parasitária de animais 
infectados pelo T. cruzi através das vias intraperitoneal, oral, ocular, sexual e 
congênita; 
 
- Verificar a produção de anticorpos específicos por ELISA e imunofluorescência 
indireta; 
 
- Comparar a carga parasitária de cada grupo com o título de anticorpos anti- T. 
cruzi produzido; 
 
- Determinar a carga parasitária necessária para estimular a produção de anticorpos 
específicos. 
 
- Avaliar se a transmissão congênita do T. cruzi pode resultar em tolerização aos 












Neste estudo foram utilizados 87 camundongos da linhagem BALB/c, uniformes 
quanto ao peso, com idade entre 21 e 30 dias, provenientes do biotério da 
Faculdade de Medicina da Universidade de Brasília (FM – UnB). Os animais foram 
mantidos com iluminação (ciclo de 12h dia / 12h noite) e temperatura (23 ± 2oC) 
controladas e com livre acesso à ração e água. Inicialmente, todos os camundongos 
tiveram amostras de sangue colhidas para se confirmar a ausência de infecção, por 
teste a fresco e Elisa. A utilização dos animais desta pesquisa foi devidamente 
autorizada pelo Comitê de Ética no Uso de Animais (CEUA – FM – UnB), com os 
números de protocolo 10411/2011 e 162765/2013. 
Visando investigar o papel de cada via de transmissão do T. cruzi na carga 
parasitária e na produção de anticorpos específicos de cada animal, os 
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Figura 4. Fluxograma da divisão dos grupos experimentais. n. Quantidade de animais utilizados. 
Inóculo. Quantidade de parasito inoculado em cada grupo. 
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Em cada grupo, os camundongos permaneciam juntos em gaiolas de 
polipropileno tipo kaefiq de medidas 49 x 34 x 16 cm, com exceção dos 
camundongos do grupo D (via sexual), onde os animais ficaram armazenados 
individualmente, em gaiolas de polipropileno, de medidas 30 x 20 x 13 cm.  Para o 
acasalamento, foram colocados em dupla com seu respectivo parceiro até a 
confirmação da gestação, quando voltaram a ser individualizados. 
 
2. Cultivo de Trypanosoma cruzi 
Foram cultivadas formas tripomastigotas de T. cruzi cepa Berenice em células 
musculares murinas da Linhagem L6, em Meio de Eagle Modificado por Dulbecco 
(DME) Sigma-Aldrich®, pH 7,4 suplementado com Soro Fetal Bovino (SFB) a 5%, 
100 IU/mL de penicilina, 100 μg/mL de Estreptomicina, adicionado 3,7g de 
Bicarbonato de Sódio [7,5% p/v], sob atmosfera de CO2 a 5%, a 37ºC. O DME 
consiste numa modificação do Meio mínimo essencial de Eagle (MEM) que contém 
uma concentração mais elevada de vitaminas e aminoácidos, assim como, 
componentes suplementares adicionais. O número de parasitos no sobrenadante foi 
determinado por contagem em hemocitômetro (câmara de Newbauer); diluído em 
solução salina 0,9% e ajustado para inoculação. 
 
3. Infecção dos animais 
Os animais foram inoculados com 1x103 formas tripomastigotas pelas vias 
intraperitoneal, oral, ocular e também no desafio. As infecções pelas vias sexual e 
congênita ocorreram de maneira natural e, portanto, não foi possível determinar a 
quantidade de parasitos recebida por cada animal (Figura 4). 
Para a transmissão oral (grupo B), o inóculo foi depositado na entrada do 
esôfago de cinco camundongos. Outros cinco animais tiveram as formas 
tripomastigotas de T. cruz depositadas em seus olhos, para avaliar a transmissão do 
parasito pela via ocular (grupo C). Para a transmissão sexual (grupo D), 
camundongos sadios foram cruzados com camundongos infectados 
intraperitonealmente com 1x103 formas tripomastigotas. Os casais do grupo D 
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geraram 22 filhotes. Após testes sorológicos e moleculares, 10 camundongos da 
progênie, os quais tiveram sorologia e PCR quantitativa (qPCR) positivas, foram 
incluídos no grupo via congênita (grupo E). Os camundongos da progênie (12/22) 
que tiveram sorologia negativa e qPCR positiva, foram desafiados (grupo F), sendo 
inoculados intraperitonealmente com 1X10³ formas tripomastigotas de T. cruzi. 
Ademais, um grupo extra foi incluído visando avaliar a quantidade de parasitos 
necessária para produção de anticorpos específicos. Dessa forma, criou-se o grupo 
“concentração de inóculo” (grupo G), onde os animais, divididos em grupos de cinco, 
foram inoculados pelas vias intraperitoneal, oral e ocular, com diferentes 
concentrações de formas tripomastigotas de T. cruzi  (Figura 4).  
 
4. Avaliação da Infecção 
Após as infecções, a taxa de parasitos no sangue dos animais foi analisada a 
cada sete dias, até o período de 30 dias pós-infecção (dpi). Foram realizadas 
pesquisas a fresco do T. cruzi para avaliar a positividade das infecções. Uma gota 
de sangue foi obtida pela secção da calda do camundongo e colocada em uma 
lâmina contendo 15µL de anticoagulante (citrato), homogeneizada com a ponta de 
uma lamínula e coberta pela mesma. Foi observada ao microscópio, em objetiva de 
400X, à procura do parasito por toda extensão da lâmina (Brener, 1962). 
 
5. Coleta de amostras 
Após 90 dias de infecção, amostras de sangue e do coração foram coletas dos 
seguintes grupos: via intraperitoneal, oral, ocular, sexual, concentração de inóculo e 
controles. Os filhotes tiveram apenas amostras de sangue colhidas nesse mesmo 
período. Depois do diagnóstico, os filhotes com sorologia e qPCR positivos tiveram  
o coração coletado e formaram o grupo via congênita. Os filhotes com sorologia 
negativa e qPCR positiva foram então desafiados, e suas amostras de sangue foram 
obtidas após 30 e 90 dias. O sangue foi coletado por via intracardíaca para obtenção 
do soro e extração de DNA; e tecido cardíaco, apenas para obtenção de DNA 
(Figura 5). Para a coleta, os animais foram sedados com anestésico inalatório 
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Isoflurano (Forane®), seguido de eutanásia por deslocamento cervical e incisão 
ventral, para retirada do coração.  
 
 





       Para verificar a existência de anticorpos anti-proteínas de T. cruzi, o soro dos 
camundongos foi obtido a partir da centrifugação de ~ 200 µL de sangue total, 
colhidos sem anticoagulante e armazenados em glicerol (1:1) a – 20ºC. Dois testes 




6.1  Ensaio Imunoadsorvente Ligado à Enzima (ELISA) Indireto 
Formas epimastigotas de T. cruzi cepa Berenice foram sedimentados por 
centrifugação (4.000 x g por 15 min a 4ºC), lavados três vezes com PBS pH 7,4 
(Phosphate Buffered Saline, 137mM NaCl; 2,7mMKCl; 2mM KH2PO4; 10mM 
Na2HPO4) por igual período e, posteriormente, ressuspensos em 2 mL de água Milli-
Q. Em seguida, os parasitos foram submetidos a três ciclos de congelamento (-80ºC) 
e descongelamento (37ºC) e submetidos a centrifugação a 14.000 x g por 15 min. Ao 
fim desse processo, determinou-se a concentração protéica do antígeno por 
espectrofotômetro NanoVue Plus® (GE Healthcare  Life Science, UK).  
Placas com 96 poços foram sensibilizadas com 50 μL/poço com antígenos não 
purificados de T. cruzi diluídos em Tampão PBS pH 7,4, de forma a conter 0,1 μg 
proteína/poço. As placas foram incubadas overnight a 4ºC em câmara úmida. Após 
esse processo, o excesso do antígeno foi retirado e as placas foram lavadas três 
vezes com PBS-Tween (PBS contendo 0,05% de Polissorbato 20). Para bloquear os 
sítios de adesão livres de proteínas, foram adicionados 100 μL/poço de PBS-Leite 
(PBS pH 7,4 contendo 5% leite desnatado). Em seguida, as placas foram incubadas 
por 1 h a temperatura ambiente, e então, foram lavadas novamente com PBS-
Tween. Ao término da lavagem, as placas foram imediatamente envolvidas em papel 
alumínio e armazenadas a -20ºC até o momento do uso. 
Com o intuito de detectar anticorpos específicos, os soros dos camundongos 
foram diluídos na proporção 1:50 em PBS 1X pH 7,4 com leite desnatado 2%, e 
adicionados à placa (50 μL/poço, em triplicata). Após incubação por 1h 30min a 
37°C, em câmara úmida, o excesso foi retirado e as placas foram lavadas três vezes 
com PBS-Tween. Em cada placa, os soros controles, positivos e negativos, foram 
incluídos nas mesmas condições. Para controle dos reagentes, colocou-se apenas 
PBS/leite desnatado 2%. Após o processo de lavagem, os poços foram incubados 
com anticorpo secundário (previamente testado e titulado), o qual foi diluído em 
PBS/leite desnatado 2% e adicionado à placa (50 μL/poço). Após incubação por 
mais 1h 30min a 37°C, em câmara úmida, o excesso foi retirado e novamente as 
placas foram lavadas três vezes com PBS-Tween. A revelação dos imunocomplexos 
foi feita pela adição (50 μL/poço) de solução reveladora. Após o desenvolvimento da 
reação cromógena por 10 min, à temperatura ambiente, na ausência de luz, foi feita 
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leitura em espectrofotômetro (BioTeK®, - Synergy HT) (Vexenat, 1996; Lauria-Pires, 
2000). Para detectar a produção de imunoglobulina IgG, foi utilizado anticorpo Anti-
Mouse IgG conjugado a enzima peroxidase diluído 1:5000 em PBS/leite desnatado 
2%. A revelação ocorreu utilizando o cromógeno OPD (o-phenylenediamine 
dihydrochloride) (Sigma-Aldrich®) diluído em Tampão Citrato-fosfato, pH 5,0 (Ácido 
Cítrico, Na2HPO4), adicionado o substrato Peróxido de Hidrogênio (H2O2). A reação 
foi lida a 490nm. Para imunoglobulina IgM, foi utilizado Anti-Mouse IgM marcado 
com fosfatase alcalina. Este foi diluído em 1:2000 em PBS/leite desnatado 2% e 
revelado com pnPP (p-nitrofenol fosfato) (Sigma-Aldrich®) em Tampão de 
Dietanolamina  pH 9,8 (C4H11NO2, MgCl2). A leitura feita a 405 nm. 
Para determinação do ponto de corte das amostras, foi utilizado a fórmula [𝑋  
CN + (3 x σ)] (Nybo, 2010), onde 𝑋 CN é a média dos controles negativos e σ o 
desvio padrão dos controles. Foram consideradas positivas as amostras com 
densidade óptica (DO) 10% maior que o ponto de corte e negativas aquelas com 
DOs 10% menor. Para obtenção da taxa de anticorpos, foi determinada uma curva 
padrão por regressão linear, utilizando as DOs dos controles. Assim, as DOs das 
amostras foram mensuradas através dessa curva, aonde foi considerado ≤ 0,9 não 
reagente; ≥1,1 reagente e entre 0,9–1,1 indeterminado. Todas as placas foram 
normalizadas para que pudéssemos comparar as densidades ópticas das diferentes 
placas. O fator de correção utilizado baseou-se nas DOs das amostras controles 
presentes em todas as placas. 
 
6.2   Imunofluorescência Indireta (IFI) quantitativa  
Formas epimastigotas de T. cruzi, cultivadas em meio LIT (Liver Infusion 
Triptose), foram centrifugadas a 3.000 x g por 15 min a 4°C. O sedimento foi lavado 
(homogeneizado por inversão) três vezes com PBS 1X pH 7,4 por igual período e 
fixado em 2 mL de Solução de Paraformaldeído 3,7% (paraformaldeido; PBS 1X; 
NaOH 0,1M) durante 10min, seguido de centrifugação para retirada do 
paraformaldeído. Após novo período de lavagem, os parasitos formalizados foram 
ressuspensos em PBS pH 7,4, de maneira a obter uma concentração de 
aproximadamente 30 parasitos por campo. Essa quantidade de parasitos em 
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suspensão foi posta nas lâminas de microscopia demarcadas e desengorduradas. 
Depois de secas ao ar livre, as lâminas foram envolvidas em papel alumínio e 
estocadas a – 20°C até o momento do uso (Vexenat, 1996; Pires, 2000). 
Os soros dos camundongos foram diluídos e titulados de modo seriado (1:20 a 
1:360) em PBS 1X pH 7,4. Em cada divisão da lâmina contendo os parasitos fixados 
foram colocados 10 μL de cada diluição Após incubação por 40min a 37°C em 
câmara úmida, o excesso foi retirado e as lâminas foram lavadas três vezes com 
PBS 1X pH 7,4. Em seguida às lavagens, as lâminas foram postas para secagem a 
temperatura ambiente. Então, adicionou-se o conjugado anti-imunoglobulina de 
camundongo (anti-Mouse IgG ou anti-Mouse IgM, ambos da Sigma-Aldrich®) ligado 
ao isotiocianato de fluoresceína (FITC), diluído 1:200 (previamente titulado) em PBS 
1X pH 7,4. Novamente, foi realizada uma incubação por 40min a 37°C, em câmara 
úmida. O excesso foi retirado e as lâminas lavadas três vezes com PBS 1X pH 7,4. 
Depois de secas a temperatura ambiente, as lâminas foram montadas com 
lamínulas, sobre glicerina tamponada pH 9,0 (PBS 1X, Glicerina). A leitura foi 
realizada em microscópio de fluorescência (Olympus® DP76 U-TVO-63XC), cuja luz 
ultravioleta ativa o Isotiocianato de fluoresceína presente apenas nos parasitos com 
anticorpos ligados na membrana. Uma amostra era considerada positiva pela 
fluorescência verde intensa no nível do flagelo, membrana, cinetoplasto e núcleo do 
parasito obtida em diluições do soro ≥ 1: 40. 
 
7. Extração de DNA 
 
7.1.   Extração de DNA total de Trypanosoma cruzi 
         Com o intuito de obter DNA total de T. cruzi para formação da curva padrão na 
qPCR, formas epimastigotas de T. cruzi foram cultivadas em meio LIT, 
sedimentadas por centrifugação a 15.000 x g por 15 min a 4°C, lavadas duas vezes 
com PBS 1X. O sedimento foi ressuspenso em tampão de lise (2M Tris-HCL pH 8,0; 
0,5M EDTA pH 8,0; 20% SDS) na concentração de 1x108 células/ml de solução, com 
adição de proteinase K (100 µg/mL) e incubadas overnigth. A partir daí, procedeu-se 
duas extrações de clorofane (fenol : clorofórmio : álcool isoamílico; proporção 
 51 
 
25:24:1), seguida de uma extração de clorofil (clorofórmio : álcool isoamílico; 
proporção 24:1). A cada extração, a separação das fases orgânicas e aquosas foi 
feita por centrifugação a 5.000 x g por 15min, onde era retirado o sobrenadante e 
feita nova extração. O DNA foi precipitado com 3V de etanol 100% gelado e 
centrifugação a 16.000 x g, a 4°C, por 15 min. O sedimento foi lavado duas vezes 
com etanol 70% gelado, secado ao ar livre (overnigth) e, depois ressuspenso em 
tampão TE (1M Tris-HCl pH 8,0; 0,5M EDTA pH 8,0) adicionado RNAse (200µg/mL) 
e incubado a 37°C, overnigth (Sambrook e cols., 1989). 
 
7.2    Extração de DNA do sangue de camundongo 
Foram coletados 300 µL de sangue de cada animal por via intracardíaca. A 
extração foi realizada com o kit Wizard® Genomic DNA Purification (Promega), de 
acordo com instruções do fabricante. Às amostras, foram adicionadas 900 µL de Cell 
Lysies Solution (homogeneizado por inversão), incubado por 10 minutos à 
temperatura ambiente (invertendo o tubo algumas vezes) e centrifugado a 2.000 x g 
por 10 min. O sobrenadante foi descartado e o sedimento ressuspenso com vórtex, 
adicionado 300 µL de Nuclei Lysies Solution e RNAse (20 µg/mL), misturando o 
lisado por inversão e incubado à 37°C por 15 min.  Em seguida, foram adicionados 
100 µl de Protein Precipitation Solution, homogeneizado em vórtex por 20 segundos 
e centrifugado a 2000 x g por 10 min. A precipitação do DNA se deu através da 
transferência do sobrenadante para tubo de microcentrífuga (eppendorf) contendo 
300 µl de isopropanol (misturando por inversão) e centrifugando a 2000 x g por 1 
min. A lavagem do precipitado de DNA foi realizada com 300 µl de etanol 70 %, 
centrifugação a 2.000 x g por 1 minuto. O precipitado foi seco a temperatura 
ambiente, overnight, seguido de reidratação com 100 µl de TE, overnight, a 4°C. 
 
7.3    Extração de DNA de tecido cardíaco de camundongo 
         As amostras de tecido cardíaco foram maceradas e incubadas overnigth a 
37°C com tampão de lise adicionado de proteinase K (100 µg/mL). Para cada 0,5g 
de tecido macerado, usou 5mL de tampão e 5µL de proteinase K/mL. O material foi 
então submetido ao processo de Sambrook e cols. (1989), descrito no item 7.1. 
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8.  Quantificação, análise eletroforética do DNA e armazenamento 
          Após o processo de extração, as amostras de DNA foram quantificadas em 
espectrofotômetro NanoVue Plus®, (GE Healthcare  Life Science, UK). A integridade 
do DNA foi testada pela reação de PCR específica para o gene constitutivo β-actina. 
Os amplicons foram separados através da corrida eletroforética em gel de agarose a 
0,8% (Invitrogen®, USA) corado com brometo de etídeo 0,5 mg/mL, utilizando 
tampão TAE 1X (Tris acetato 90mM pH 8,0; EDTA 25mM). Por fim, para evitar 
repetidos descongelamentos, as amostras foram aliquotadas e armazenadas a -
20ºC. As alíquotas de uso rotineiro eram mantidas a 4°C. 
 
 
9. Diagnóstico Molecular 
 
9.1.   Reação de Polimerização em cadeia quantitativa (qPCR) 
Para quantificação absoluta da carga parasitária das amostras de sangue 
periférico e tecido cardíaco dos camundongos do estudo, foi adaptada a metodologia 
de nested qPCR descrita por (Freitas e cols., 2005), como será detalhada a seguir. 
 
9.1.1. Etapa de pré-amplificação 
         Visando a quantificação do DNA nuclear (nDNA) do parasito no sangue e no 
coração dos animais, foi utilizada uma combinação da técnica de PCR convencional 
(cPCR) com a qPCR. Primeiramente, foi empregada a cPCR, utilizando os 
iniciadores TcZ1 (5’-CGA GCT CTT GCC CAC ACG GGT GCT -3’) e TcZ2 (5’CCT 
CCA AGC AGC GGA TAG TTC ACG-3’), os quais geram um produto de 
aproximadamente 188 pb  (Moser e cols., 1989). 
Para cada amostra, a reação de PCR continha 100ng de DNA genômico, 
tampão de reação da Invitrogen 1X (20 mM Tris-HClpH 8,4; 50mM KCl); 3 mM 
MgCl2; 0,1 μM de cada iniciador; 0,2 mM dNTPs (Illustra®, GE, UK) e 2,5 unidades 
Taq DNA polimerase (Invitrogen), com um volume final de 25µL. Foram incluídos 
dois controles negativos, que consistiam no branco da reação (ausência de DNA) e 
em DNA de camundongo não infectado, além de dois controles positivos: 100 pg de 
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DNA de T. cruzi e 100 ng de DNA de camundongo infectado (testes sorológicos e 
molecular positivos). As reações foram realizadas no termociclador MyCycler® 
Thermocycler (BioRad Laboratoires, CA, USA),  seguindo o seguinte programa: 
 
 
        Os produtos da pré-amplificação foram diluídos em 1:60 em água ultrapura 
(Milli-Q), e então, utilizados na qPCR.  
 
9.1.2. Nested  qPCR 
         Após a etapa de pré-amplificação, foi feita uma nested qPCR (N-qPCR) com os 
iniciadores TcZ3 (5′ TGC ACT CGG CTG ATC GTT T 3′ ) e TcZ 4 (5′-ATT CCT CCA 
AGC AGC GGA TA 3′ ), gerando um produto de aproximadamente 168 pb (Ndao e 
cols., 2000). Como molde para a qPCR foi usado 2 µL do produto da cPCR diluído 
em 1:60 adicionando-se 0,2 µM de cada iniciador, 10 µL de Power SYBR® Green 
PCR Master Mix (Applied Biosystems, CA, USA), em um volume final de 20µL. As 
qPCRs  foram realizadas em placas de 96 poços (Optical 96-Well Reaction Plate, 
MicroAmp®), em triplicata, no termociclador 7500 Real-time PCR System (Applied 






Os resultados foram calculados pelo programa StepOne Software v2.3 (Applied 
Biosystems) levando em conta o número de ciclos necessários para que a 
fluorescência da reação seja detectada. Foi utilizado uma curva padrão para a 
quantificação absoluta das amostras. 
 
9.1.3 Padronização da PCR em tempo real quantitativa (qPCR) 
 
Depois de otimizadas as condições básicas da reação, gerou-se uma curva 
padrão a partir de diferentes concentrações de DNA de T. cruzi. Desta forma, 
diluições seriadas de DNA do parasito foram realizadas para obtenção das amostras 
contendo 102 a 10-4 parasitos/mL. A Figura 6 demonstra a amplificação de DNA do 
T. cruzi para os sete pontos de diluição a partir da região linear de cada curva de 
amplificação (A). A curva padrão apresenta uma eficiência > 90%, R2> 0,99 e Slope 









Figura 6. Curva padrão gerada a partir de amplificação de diluições seriadas de DNA nuclear 
de Trypanosoma cruzi. A) Curvas de amplificação do T. cruzi demonstrando amplificação nas sete 




 parasitos/mL B) Curva padrão gerada a partir da 






A concentração inicial de uma amostra é determinada a partir da curva padrão 
gerada pela relação dos valores de Cq (quantification cycle) e do logaritmo (log) do 
número de cópia inicial (os quais são inversamente proporcionais). A curva padrão 
foi salva e usada para a quantificação de todas as reações de qPCR através da 
utilização da equação reduzida da reta (y = ax+b, onde y é o Cq da amostra; x é a 
quantidade do produto amplificado a ser calculada; a é o coeficiente angular da reta 
e b é o coeficiente linear). 
 
 
10. Análise estatística 
Os dados apresentaram normalidade pelo teste de Shapiro-Wilk. Para 
comparação entre os grupos experimentais nos testes de Elisa e qPCR, foi adotada 
a Análise de Variância – ANOVA One-Way, seguido de teste complementar de 
Tukey, para comparação múltipla entre os pares de médias. Os dados foram 
considerados significativos quando o intervalo de confiança foi de 95% (p < 0,05). 









1. Diagnóstico parasitológico 
A confirmação da aquisição do T. cruzi pelos camundongos dos diversos 
grupos experimentais foi inicialmente realizada por exame a fresco do sangue 
periférico dos animais. Essa análise confirmou a presença de formas tripomastigotas 
na circulação de todos os camundongos inoculados pela via intraperitoneal (grupo A) 
com cargas de ao menos 103 parasitos. Já para a via oral (grupo B), a identificação 
do parasito em todos os animais só foi possível quando se inoculou cargas 
parasitárias mais altas.  Ainda assim, um período maior (≥ 21 dias) foi requerido para 
que os exames se tornassem positivos, nos camundongos deste grupo. Resultados 
similares foram observados para os animais infectados pela via ocular (grupo C). 
Os camundongos do grupo D (via sexual), tanto machos quanto fêmeas, só 
foram avaliados após confirmada a gestação em todas as fêmeas (intraperitoneais  e 
sexuais), sendo positivo apenas dois dos dez animais (20%; um macho e uma 
fêmea) que adquiriram o parasito por essa via. Os grupos E e F (via congênita e 
desafio) não tiveram parasitemia realizada. Os resultados do exame a fresco estão 





Tabela 1. Positividade do teste a fresco de camundongos infectados por diferentes 
vias de transmissão e no desafio. 
Grupos Experimentais 7 dpi 14 dpi 21 dpi 28 dpi 
Via Intraperitoneal 102 0% 0% 0% 0% 
Via Intraperitoneal 103 100% NR NR NR 
Via Intraperitoneal 104 100% NR NR NR 
Via Oral 103 0% 20% 20% 20% 
Via Oral 104    0%           60%             60%      100% 
Via Oral 105 0% 60% 100% 100% 
Via Ocular 103 0% 0% 0% 0% 
Via Ocular 104 0% 40% 40% 100% 
Via Ocular 105 0% 20% 80% 100% 
Via Sexual 20% depois de confirmada gestação 
Via Congênita            NR NR NR NR 
Desafio NR NR NR NR 
Dpi: dias após infecção 




2. Diagnóstico Molecular 
 
 
2.1. Quantificação da Carga Parasitária 
Visando avaliar se a rota de transmissão do T. cruzi é fator determinante para o 
estabelecimento da carga parasitária em animais na fase crônica da infecção, 
realizamos a nested qPCR para amplificar o DNA extraído do coração dos 
camundongos 90 dpi. Os resultados revelaram a presença deT. cruzi em todos os 
camundongos infectados pela via intraperitoneal, oral, ocular, sexual e congênita. Os 
camundongos infectados intraperitonealmente tiveram carga parasitária (0,529 ± 
0,063 U parasito/100ng DNA) significativamente maior que a dos demais grupos. Já 
a comparação entre os outros grupos não foi estatisticamente significativas, porém 
foi detectada a presença de parasitos, ao contrário do que ocorre com o controle 
negativo. Dessa forma, temos: na via ocular, 0,002 ± 0,001 U parasito/100ng DNA; 
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via oral, 0,005 ± 0,002 U parasito/100ng DNA; via sexual, 0,021 ± 0,016 U 
parasito/100ng DNA; e via congênita com 0,091± 0,063 U/100ng DNA, conforme 
apresentado na Figura 7. 
 
Figura 7. Quantificação da carga parasitária do coração de camundongos 
infectados por diferentes vias. Resultados da qPCR mostrando a quantidade de 
nDNA de T. cruzi no coração de camundongos infectados pelas vias intraperitoneal, 
oral, ocular, sexual e congênita (progêne com sorologia e qPCR positivas [n=10 
filhotes]). A significância estatística entre os grupos está representada pelas barras 
(p ˂ 0,05).  
 
 
3. Determinação da taxa de anticorpos anti-Trypanosoma cruzi 
No intuito de determinar a produção de anticorpos específicos do isotipo IgG 
produzidos por camundongos infectados pelo T. cruzi por diferentes vias de 
infecção, utilizamos o teste ELISA nos camundongos dos grupos experimentais A, B, 
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C, D, E, H. Os resultados mostraram que os títulos de anticorpos anti-T. cruzi 
estavam fortemente elevados nos camundongos que foram infectados pela via 
intraperitoneal, obtendo uma taxa de anticorpo de 29,8 ± 2,2 U/µL; seguido dos 
animais que adquiriram a infecção pela via congênita [6,2± 4,5 U/µL (p<0,05)], nos 
quais a produção foi significativamente menor. Nos animais infectados sexualmente, 
foi observado uma baixa produção de anticorpos específicos (2,4 ± 0,9 U/µL), não 
apresentando diferença significativa com os controles negativos (p> 0,05), ainda que 
a produção de anticorpos estivesse pelo menos 10% acima do ponto de corte, 
condição que torna o teste reagente.  As vias oral (0,7± 0,1 U/µL) e ocular (0,5 ± 0,2 
U/µL) tiveram o teste de Elisa não reagente, como demonstrado na Figura 8. 
 
 
Figura 8. Avaliação da produção de anticorpos IgG específicos anti-
Trypanosoma cruzi pelo método ELISA indireto. Comparação dos títulos de 
anticorpos produzidos pelos animais dos diferentes grupos experimentais. Congênita: 
toda a prole do grupo sexual (n= 22 filhotes). Foi considerado reagente a produção de 
anticorpos >1,1 (linha tracejada). A significância estatística entre os grupos está 




Os dados do ELISA foram validados pelo teste de IFI. Os resultados obtidos na 
IFI demonstraram a presença de IgG anti-T. cruzi com o mesmo padrão do ELISA, 
sendo reagentes para todos os animais infectados pelas vias intraperitoneal, sexual 
e congênita e não reagente para todos os animais das vias oral e ocular. Os 
resultados do teste IFI estão demonstrados na Figura 9. 
 
 
Figura 9. Avaliação da produção de anticorpos IgG específicos anti-
Trypanosoma cruzi detectados pela Imunofluorescência indireta. Os círculos 
representam os camundongos de cada grupo experimental e, as barras horizontais, 




4. Comparação do Título de Anticorpos com a Carga Parasitária presentes 
em camundongos infectados por diferentes vias  
 
A relação entre a via de transmissão do T. cruzi, a carga parasitária e a 




compara a quantidade de parasitos presentes no tecido dos animais infectados 
pelas vias intraperitoneal, oral, ocular, sexual e congênita com a quantidade de 
anticorpos produzidos pelos mesmos animais. Na via intraperitoneal, nota-se que a 
alta carga parasitária está associada a uma significativa produção de anticorpos. As 
vias sexual e congênita mostraram baixa, porém relevante, carga parasitária, o que 
as tornou reagentes para a produção de anticorpos específicos. As vias oral e ocular 
apresentaram carga parasitária mínima e não obtiveram títulos de anticorpos 
reagentes. Conforme o esperado, o controle negativo não apresentou parasito no 





Figura 10. Título de Anticorpos IgG e Carga Parasitária de camundongos infectados 
pelo Trypanosoma cruzi por diferentes vias. A produção de anticorpos foi considerada 
reagente quando > 1,1 (linha tracejada). Resultados da qPCR mostrando a presença de 
nDNA do T. cruzi no coração de camundongos infectados pelas vias intraperitoneal, oral, 






5. Papel da carga parasitária inicial para a produção de anticorpos 
específicos 
Diante da não identificação de IgG anti-T. cruzi nos camundongos dos grupos 
B e C (oral e ocular), foi decidido criar o grupo Concentração de inóculo (grupo G) 
para determinar a quantidade de parasitos necessária para estimular o sistema 
imune a produzir  anticorpos específicos. 
 A figura 11 mostra a produção de anticorpos anti-proteínas de T. cruzi em 
comparação com a quantidade de parasitos em camundongos infectados 
intraperitonealmente com 1X102, 1X103 e 1X104 formas tripomastigotas, por via 
ocular e oral com 1X103, 1X104 e 1X105. A infecção por via intraperitoneal resultou 
em camundongos positivos para os testes de ELISA e qPCR, mesmo com um 
inóculo pequeno (102 parasitos). Nota-se uma relação diretamente proporcional entre 
as duas variáveis: quanto maior a carga parasitária produzida pelo inóculo, maior a 
produção de anticorpos específicos.   
Para as vias de transmissão oral e ocular (grupos B e C, respectivamente) a 
inoculação de 103 formas tripomastigotas de T. cruzi não resultou em positividade no 
teste ELISA (produção de anticorpos < 0,9). Em ambos os casos, obteve-se 
positividade nesse teste a partir do inóculo de 104 parasitos (produção de anticorpos 
> 1,1). Da mesma forma que o intraperitoneal, a carga parasitária parece ser 







Figura 11. Papel da concentração do inóculo inicial para determinação da carga parasitária e 
título de anticorpos de camundongos infectados pelo Trypanosoma cruzi por diferentes vias. 
A) Resultados da qPCR mostrando a presença de nDNA do T. cruzi no coração de camundongos 
infectados com diferentes concentrações de inóculo pelas vias intraperitoneal, oral, ocular. B) Taxas 
de anticorpos estabelecidas pelo teste ELISA. A produção de anticorpos foi considerada reagente 
quando > 1,1 (linha tracejada). 
 
 
6. Teste de Tolerização 
 
Devido ao fato de 12 dos 22 (54,5%) camundongos que adquiriram a infecção 
pela via transplacentária (qPCR positiva) não apresentarem anticorpos específicos 
(IgG) anti-T. cruzi 90 dias após o nascimento, estes animais receberam um inóculo 
de 103 formas tripomastigotas de T. cruzi para se avaliar a possibilidade de 
tolerização aos antígenos parasitários. Trinta dias após o desafio, três animais (25%) 
passaram a apresentar IgM positivo nos testes de ELISA e IFI. Após 90 dias, cinco 
animais (41,6%) mostraram soroconversão para IgG (Tabela 2), porém com baixos 
títulos de anticorpos (Figura 12). De interesse, os animais que não produziram 
anticorpos, mesmo após o desafio, apresentaram uma carga parasitária elevada em 







Tabela 2. Positividade no diagnóstico sorológico e molecular de camundongos 




 90 dpi 30 dpi 90 dpi 
ELISA 45,4 % (10/22) 25% (3/12) 41,6% (5/12) 











































































































Figura 12. Avaliação da tolerização a antígenos do Trypanosoma cruzi. Títulos 
de anticorpos do grupo F pré desafio e pós-desafio (30 e 90 dias), dos animais que 
tiveram soro conversão. Intraperitoneal: controle positivo. Transmissão congênita: 







Figura 13. Carga parasitária dos filhotes desafiados. Determinou-se a 
quantidade de parasitos de cada grupo por nested qPCR. Soropositivo: filhotes que 
passaram a apresentar sorologia positiva após o desafio. Soronegativo: filhotes que 
permaneceram com sorologia negativa após o desafio. 30 dpi: 30 dias após a 






















1. Influência da via de transmissão e concentração do inóculo inicial na 
carga parasitária da DC crônica 
 
A infecção de hospedeiros vertebrados pelo T. cruzi se inicia quando o parasito 
alcança lesões na superfície da pele ou mucosas, resultando, então, em uma 
infecção sistêmica. No presente estudo, avaliou-se a interferência das diferentes 
vias de transmissão do T. cruzi e da quantidade de formas tripomastigotas do 
inóculo inicial no estabelecimento da carga parasitária na fase crônica da DC. 
Nossos dados revelaram que a inoculação de 103 formas tripomastigotas pela 
via intraperitoneal resulta em elevada concentração de parasitos no tecido cardíaco 
dos camundongos, diferindo significativamente da carga parasitária detectada no 
coração de camundongos infectados com a mesma quantidade de parasitos, porém 
pelas vias oral e ocular. Igualmente, Dias e cols. (2013) verificaram que a infecção 
intraperitoneal gera uma maior carga parasitária quando comparada com a infecção 
oral. Bahia e cols. (2002) mostraram que os níveis de parasitemia foram 
significativamente influenciados pelas condições de inoculação, tendo sido mais 
altos nos animais inoculados pela via intraperitoneal em comparação com a 
conjuntival. De interesse, mesmo com o aumento da quantidade de parasitos do 
inóculo inicial, a carga parasitária presente nos animais infectados pelas vias oral e 
ocular continuou bem inferior à da via intraperitoneal (Figura 11).  
Tais resultados podem ser explicados pelas barreiras de proteção (imunidade 
inata e adquirida) presentes nas mucosas dos organismos. Os tecidos linfóides 
associados às superfícies mucosas do trato gastrointestinal, das vias respiratórias e 
do trato urogenital possuem um microambiente antigênico diferente ao do interior do 
organismo, com características imunológicas que os tornam únicos frente ao sistema 
imune sistêmico (Zarzaur e Kudsk, 2001). A integridade do epitélio, o peristaltismo, 
os movimentos ciliares e o fluxo contínuo de substâncias reduzem a interação 
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patógeno-hospedeiro (Hooper e Gordon, 2001). Além disso, a presença de proteínas 
e peptídeos com propriedades antimicrobianas (peroxidases, lactoferrinas, 
lisoenzimas, etc) nas secreções (Zarzaur e Kudsk, 2001), torna o ambiente das 
mucosas bastante hostil aos parasitos. É provável que uma grande quantidade de 
parasitos tenha sido destruída pelos mecanismos de resposta imune das mucosas 
gastrointestinal e conjuntival. Ademais, sabe-se que as formas tripomastigotas 
sanguíneas, as quais foram utilizadas em nosso estudo, são mais sensíveis às 
barreiras das mucosas que as tripomastigotas metacíclicas (Hoft e cols., 1996). 
Ainda assim, Giddinhs e cols. (2006) viram que infecção conjuntival com 
tripomastigotas metacíclicas foram 50 vezes menor do que nos controles.  
Ainda que não saibamos a quantidade inicial de parasitos inoculados pelas vias 
congênita e sexual, raciocínio similar deve ser empregado. Para a transmissão por 
via sexual, o estabelecimento da infecção deve se assemelhar ao que ocorre para 
as vias oral e ocular, o que nos leva a acreditar que a concentração de parasitos 
inoculados seja maior que 103.  A quantificação da carga parasitária no esperma e 
de secreções vaginais de camundongos chagásicos crônicos pode ajudar a elucidar 
essa questão. Já para a transmissão congênita, por sua fisiopatologia ser 
desconhecida, tem sido sugerido que o parasita atinge o feto através da corrente 
sanguínea por travessia da barreira placentária. Sabe-se que diferentes populações 
de T. cruzi têm diferentes capacidades de sobrevivência ao ambiente placentário 
(Fretes, 2012).  No entanto, o conhecimento dos mecanismos celulares e 
moleculares da infecção transplacentária é escasso (Kemmerling e cols., 2010). O 
sinciciotrofoblasto forma uma superfície de cerca de 12m2 em contato com o sangue 
materno. Portanto, no caso de mulheres com doença de Chagas, o parasito tem a 
possibilidade de interagir com uma grande superfície celular. No local de contato 
entre os tecidos fetal e materno há neutrófilos, macrófagos, células dendríticas, 
células mastro, células T, células B, células NK que em conjunto, criam o micro-
ambiente local que sustenta a gravidez, porém um desequilíbrio entre essas células 
ou qualquer alteração inadequada nos seus fenótipos é considerado um mecanismo 
de doença na gravidez (Hernández e cols., 2015).  
Duaso e cols. (2012) ao analisarem placentas de mulheres com DC 
assintomática, não verificaram infiltrado inflamatório. A ausência de inflamação pode 
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ser devido a uma baixa carga de parasitas no sangue e tecidos, característica de 
fases assintomáticos e crônicas da doença. Assim, outros fatores podem também 
determinar a capacidade do parasita para infectar a placenta ou, alternativamente, 
prejudicar a transmissão congênita. Liempi e cols. (2014) analisando o processo de 
infecção de tripomastigotas infecciosas “in vitro” mostraram que o sinciciotrofoblasto 
e o citotrofablasto têm uma susceptibilidade diferencial a infecção pelo agente 
etiológico da doença de Chagas congênita. A redução da infecção no 
sinciciotrofoblasto foi associada a menor viabilidade dos parasitos na cultura e 
aumento de óxido nítrico, dessa forma, os autores mostram a placenta atuando 
como barreira para a transmissão do parasita. Por outro lado, as graves alterações 
placentárias em gestantes infectadas pelo T. cruzi, indica que o parasita induz 
reorganização dos componentes da matriz extracelular (MEC), de tal maneira que 
pode regular as respostas imunes e inflamatórias no hospedeiro. Se este for o caso, 
as alterações na MEC do tecido placentário, em conjunto com o estado imunológico 
de mãe para o feto, e a carga parasitária podem determinar a probabilidade de 
transmissão congênita do T. cruzi (Duaso e cols., 2012). Todos esses mecanismos 
corroboram com nossos resultados, onde vimos na transmissão congênita, cargas 
parasitárias mais elevadas quando comparadas as vias de mucosas, porém 
significativamente baixas quando comparadas a via intraperitoneal.  
 
 
2. Influência da via de transmissão e concentração do inóculo na produção 
de anticorpos específicos anti-Trypanosoma cruzi 
 
O T. cruzi mobiliza múltiplos mecanismos de respostas imune inata e 
adaptativa do organismo hospedeiro. A infecção é combatida por amplo repertório 
de células imunes que secretam citocinas e outras substâncias que reduzem a carga 
parasitária, bem como pela resposta imune mediada por anticorpos. Antígenos 
induzem resposta humoral IgM e IgG e ativação policlonal dos linfócitos B (Bryan e 
cols., 2010). De fato, a via de infecção do T. cruzi pode ter efeitos substanciais sobre 
a resposta imune produzida pelo hospedeiro (Collins e cols., 2011). Meis e cols. 
(2013) sugerem que a via de entrada do T. cruzi indicará se inicialmente o parasito 
ficará na circulação ou invadirá células, o que pode determinar se a resposta imune 
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será capaz de controlar a infecção. De acordo, sabe-se que a via de entrada de 
bactérias no hospedeiro é importante para a diferenciação de células T em células 
efetoras (Peper e cols., 2010; Paolo e cols., 2012). 
Em nosso estudo, a passagem dos parasitos pela mucosa determinou o 
estabelecimento de uma carga parasitária menor, e esta, uma menor produção de 
anticorpos específicos.  Ao compararmos a taxa de IgG com a quantidade de 
parasitos estabelecida por cada rota de transmissão (Figura 10), observa-se que, 
quanto maior a carga parasitária na DCC, maior a produção de anticorpos. Baixas 
cargas parasitárias parecem não ser suficientes para estimular o organismo a 
produzir as imunoglobulinas específicas. Os resultados também sugerem que cada 
via de infecção necessita de uma quantidade mínima de parasitos inoculados para 
produzir os anticorpos anti-T. cruzi. Ultrapassado esse limiar, os títulos de anticorpos 
parecem não aumentar na mesma proporção da carga parasitária (Figura 11). 
A DC é uma patologia complexa, onde a resposta imune é dependente da 
quantidade do inóculo, da cepa do parasito, da interação com o hospedeiro e da via 
de infecção (Gutierrez e cols., 2009). Isso nos leva a acreditar que as manifestações 
patológicas da DC dependem da contribuição cumulativa de diversos mecanismos, 
os quais variam em função das características individuais dos hospedeiros.  
 
 
3. Importância da via de transmissão para a evolução clínica da Doença de 
Chagas 
Por ser um fator importante para o estabelecimento da carga parasitária e 
produção de anticorpos específicos na DCC, a rota de aquisição do T. cruzi também 
influenciará a evolução das manifestações clínicas. Dias e cols. (2013) mostraram 
que, independentemente do DTU do T. cruzi, infecções através de gavagem 
(intragástrica) apresentam menor infectividade, parasitemia e mortalidade do que a 
infecção intraperitoneal. Albuquerque e cols. (2015) observaram que, apesar da 
infecção oral de camundongos ter induzido uma taxa infecciosa mais elevada que a 
de camundongos infectados por via gastrointestinal, o segundo resultou em 
miocardite mais grave. Corroborando com nossos resultados, Marsden (1967) 
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demonstrou que a infecção de camundongos com T. cruzi pelas vias sistêmicas 
(intraperitoneal, intravenosa e subcutânea) têm maiores taxas de infecção (67% a 
100%) e mortalidade do que camundongos infectados pelas mucosas (oral, 
gastrointestinal, intra-retal, órgãos genitais, e conjuntival) (17 a 67%). Além disso, 
Caradonna e Pereiraperrin (2009) infectaram camundongos BALB/c e C57BL/6 com 
a cepa Tulahuen de T. cruzi, pelas vias subcutânea e intranasal, e encontraram 
maior mortalidade no grupo subcutâneo. Há grande presença de células do sistema 
fagocitário pelas vias sistêmicas. A cavidade peritoneal abriga uma variedade de 
células do sistema imune (linfócitos T, linfócitos B, células NK, granulócitos e 
fagócitos do sistema mononuclear), no sangue há cerca de 10% de leucócitos e 
grande quantidade de células dendríticas e macrófagos. Porém, essas células 
parecem não serem barreiras suficientes para o parasito, a alteração da matriz 
extracelular produzida pelo T. cruzi não só promove a sua motilidade nos tecidos e a 
sua entrada nas células, mas também altera a presença de citocinas e quimiocinas, 
que por sua vez permite o parasito a modular e evitar tanto as respostas 
inflamatórias e imunes (Duaso e cols., 2012), dessa forma, o T. cruzi teria maior 
facilidade de invadir novas células para multiplicação do mesmo, o que explicaria as 
vias sistêmicas apresentarem maior infectividade. 
A inoculação do T. cruzi pela via ocular representa um processo natural de 
transmissão da DC que pode trazer sérias consequências ao hospedeiro, devido à 
proximidade do olho com o cérebro e à elevada irrigação arterial desse órgão (Dias, 
2000; Giddings e cols., 2006). Bahia e cols. (2002) verificaram a influência das vias 
intraperitoneal e conjuntival no curso da infecção por T. cruzi em cães. Todos os 
animais tiveram alto nível de infectividade quando inoculados por tripomastigotas 
metacíclicas; contudo, quando infectados com tripomastigotas sanguíneos, as 
porcentagens de infectividade foram significativamente inferiores pela via ocular. 
Dessa forma, conclui-se que a fonte de inóculo e a via de inoculação influenciaram 
na evolução da DC no hospedeiro vertebrado.   
Estudos de rotas alternativas para a infecção pelo T. cruzi são escassos, no 
entanto, há cada vez mais evidências da transmissão sexual do T. cruzi, a qual pode 
ser um agente em potencial de dispersão da DC no mundo. Chagas (1916a, b); 
Hartz e Toledano (1954) descreveram a presença de T. cruzi em órgãos genitais 
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masculinos durante os estudos de autópsias em pacientes chagásicos. Sabe-se que 
os órgãos urogenitais são regularmente parasitados em infecções experimentais 
(Tavares e cols., 1994; Lenzi e cols., 1996; Scorza e cols., 1996), porém não 
existem estudos que demonstrem o comprometimento funcional desses órgãos. 
Alguns trabalhos demonstraram que a instilação genital e inoculação escrotal, em 
ratos, são menos eficazes que a injeção intraperitoneal, na avaliação da infectidade 
por essas vias (Torrealba,1970; Herrera e Morales, 1997), o que pode repercutir em 
manifestações clínicas menos acentuadas em animais infectados pela via sexual. 
Sabe-se que a prevalência das rotas de transmissão do T. cruzi diferem de 
acordo com os ecossistemas, graus de urbanização e condições sócio-econômicas. 
Assim, estudos mais detalhados sobre a via de aquisição desse parasito nas 
diversas regiões de nosso país, poderão auxiliar na compreensão da evolução da 
doença de Chagas no Brasil e na consequente adoção de medidas terapêuticas 
mais apropriadas.  
 
 
4. Transmissão congênita do Trypanosoma cruzi e possível tolerização aos 
antígenos parasitários 
A transmissão congênita do T. cruzi resulta da complexa interação entre a 
resposta imune materna, fatores placentários e fatores associados ao parasito 
(Duaso e cols., 2012). Durante a gravidez, é necessária uma tolerância do sistema 
imune materno aos antígenos fetais, o que é ocasionado pelo desvio da resposta 
imune para o tipo 2, inibindo a resposta do tipo 1 (Kemmerling e cols., 2010). Essa 
alteração da resposta imune pode aumentar a susceptibilidade da puérpera às 
infecções por protozoários, com aumento de carga parasitária e, consequentemente, 
do risco de transmissão da infecção para a progênie.  
Nossos resultados revelaram uma taxa de transmissão congênita de 45,4% 
(10/22) para a pesquisa de anticorpos específicos IgG, enquanto que a Nested 
qPCR detectou a presença do parasito em 100% da progênie, ou seja, 54,5% 
(12/22) dos filhotes do grupo D (via sexual) apresentaram testes imunológicos 
negativos, porém com resultados moleculares positivos. Tal discrepância entre os 
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resultados sorológicos e moleculares nos levou a investigar se o contato dos fetos 
com T. cruzi antes do desenvolvimento do sistema imune poderia torná-los 
imunologicamente tolerantes aos antígenos do parasito, o que resultaria em falsos 
negativos nos testes imunológicos. Para tanto, inoculamos os animais com sorologia 
negativa, por via intraperitoneal, com 103 formas tripomastigotas e avaliamos a 
responsividade imunológica. Dos 12 camundongos desafiados, apenas cinco 
sofreram soroconversão 90 dpi, sugerindo a ocorrência de tolerização aos antígenos 
do T. cruzi nos demais animais. O acompanhamento desses animais por um período 
maior (por exemplo, 180 dias) seria importante para reforçar a hipótese de 
tolerização. 
A tolerância imunológica é um estado de não-reatividade dos linfócitos contra 
determinados antígenos, e é adquirida pela deleção clonal ou inativação dos 
linfócitos em desenvolvimento. Uma vez que foi estabelecida, a tolerância torna-se 
sistêmica. Sabe-se que fetos expostos a antígenos parasitários durante as fases 
iniciais do desenvolvimento embrionário tornam-se hiporresponsivos aos mesmos 
antígenos se desafiados após o nascimento, isto é, passam a reconhecer os 
antígenos parasitários como próprios (Malhotra e cols., 2009). Tal fenômeno já foi 
demonstrado em camundongos nascidos de mães infectadas com Wuchereria 
bancrofti, onde os filhotes mostraram-se tolerantes aos antígenos das microfilárias 
quando desafiados após o nascimento (Rajasekariah e cols., 1989). Igualmente, a 
prole de camundongos fêmeas infectadas com Toxocara canis tornou-se não 
responsiva aos ovos desse parasito quando a transmissão ocorreu nas fases iniciais 
da gestação (Oteifa e cols., 1996). 
 A esse respeito, diversos estudos têm demonstrado que testes sorológicos de 
alguns pacientes chagásicos são consistentemente negativos, ainda que os testes 
moleculares sejam capazes de identificar a infecção ativa (Duffy e cols., 2013; Hecht 
e cols., 2010). Silva (2013) analisou camundongos nascidos de fêmeas chagásicas, 
obtendo uma taxa de transmissão congênita de 58,5% por PCR e 14% por sorologia. 
Dessa forma, é possível que muitos desses camundongos também estivessem 
tolerizados aos antígenos do T. cruzi.  Alarcón e cols. (2011) mostraram que fetos 
são capazes de gerar a sua própria resposta imunitária a antígenos transmitidos 
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pela mãe, o que induz a secreção de citocinas as quais atuam em sinergia com os 
anticorpos maternos, o que lhes confere um estado de proteção contra a infecção. 
 
 
5. E como fica o diagnóstico para a doença de Chagas? 
 
Nossos resultados demonstraram grande discrepância entre o 
imunodiagnóstico (ELISA e IFI) e o diagnóstico molecular (Nested qPCR), a qual 
parece estar associada a uma baixa carga parasitária, insuficiente para estimular o 
sistema imune a produzir anticorpos anti-T. cruzi, e a uma possível tolerização aos 
antígenos parasitários. Tal constatação levanta uma importante questão sobre a 
possibilidade da não identificação de pessoas infectadas pelo T. cruzi entre os 
doadores de sangue e de órgãos, uma vez que os testes padrões são baseados 
apenas em resultados sorológicos. 
Atualmente, técnicas moleculares são consideradas auxiliares para o 
diagnóstico da DC em pacientes com sorologia inconclusiva. De fato, a utilização de 
métodos moleculares é uma boa alternativa para complementar ou estabelecer o 
diagnóstico das infecções pelo T. cruzi (Gilber e cols., 2013). São testes tidos como 
mais específicos por permitirem a identificação mais precisa de agentes 
patogênicos. Já a sensibilidade sofre variações a depender das condições utilizadas 
na PCR (Ferrer e cols., 2013; Gilber e cols., 2013). Diferentes protocolos de PCR 
vêm sendo descritos com o objetivo de tornar o diagnóstico mais sensível, como a 
Nested PCR (Marcon e cols., 2002) e a qPCR (Freitas e cols., 2005, Pirón e cols., 
2007). 
No que se referem ao diagnóstico da DC congênita, os testes moleculares 
ainda estão sob avaliação da OMS, pois a presença do DNA do parasito no sangue 
do recém-nascido não indica, necessariamente, infecção ativa, uma vez que não 
prova que os parasitos são viáveis (Cevallos e Hernández, 2014). Carlier e Torrico 
(2003) defendem que não é recomendado que se considere apenas a sorologia para 
determinação de infecção congênita, uma vez que a IgG específica não permite 
discriminar anticorpos transmitidos pela mãe daqueles produzidos pelo feto; e a IgM 
específica não é positiva em todos os casos congênitos. 
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Dessa forma, seria bastante interessante o emprego da PCR como técnica 
confirmatória do diagnóstico da DC. Ainda que os dados acerca da baixa carga 
parasitária e da tolerância imunológica devam ser tratados com cautela, pois novos 
testes devem ser feitos para se confirmar essas hipóteses, o uso de testes 
moleculares poderia contribuir para a identificação de um número maior de casos de 








i. A via de transmissão do Trypanosoma cruzi influencia na determinação da 
carga parasitária de camundongos na fase crônica da doença; 
ii. O perfil de produção de anticorpos varia em função das diferentes vias de 
transmissão do T. cruzi em camundongos e da quantidade de parasitos 
inoculados; 
iii. A nested qPCR padronizada por nós mostrou-se um diagnóstico molecular 
mais específico e sensível para quantificar o DNA do parasito; 
iv. O desafio de animais infectados pela via congênita (com sorologia negativa e 
nested qPCR positiva) demonstrou a possibilidade de tolerização aos 








i. Verificar o padrão de citocinas produzidas de acordo com a via de infecção do 
Trypanosoma cruzi; 
ii. Avaliar a influência das vias de transmissão do T. cruzi sobre a autoimunidade 
e a evolução das manifestações clínicas da DC; 
iii. Determinar se diferentes tipos de cepas do T. cruzi podem alterar a produção 
de anticorpos específicos e carga parasitária dos animais infectados pelo T. 
cruzi pelas diferentes vias; 
iv. Verificar a influência das vias no curso da infecção utilizando formas 
tripomastigotas metacíclicas. 
v. Confirmar a tolerização aos antígenos parasitários em camundongos 
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